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A.bidest  Aqua bidest 
ATP   Adenosintriphosphat 
BSO   Butylsulfoxid 
CaCl2   Calciumchlorid 
Cl-CH2   Chloromethylgruppe  
CO   Kohlenmonoxid 
CO2   Kohlendioxid 
COOH   Carboxylgruppe   
CT Green  Celltracker Green 
CT Orange  Celltracker Orange 
Cys   Cystein 
DEM   Diethylmaleat 
DMSO   Dimethylsulfoxid 
DNA   Desoxyribonukleinsäure, desoxyribonucleic acid  
ES   Ethacrynsäure 
EZL   Extrazellulärlösung 
FDA   Fluorescein-Diacetat 
g   Gramm 
GC   Ganglienzellen, ganglion cells 
GCL   Ganglienzellschicht, ganglion cell layer 
Glu   Glutamat 
Gly   Glyzin 
GPX   Glutathionperoxidase 
GSH   Glutathion, reduziert  
GSSG   Glutathion, oxidiert 
GST   Glutathion-S-Transferase 
GS-Y   Glutathion-S-Konjugate   
H2O2   Wasserstoffperoxid  
HCl   Salzsäure 
HEPES  2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinyl)-ethansulfonsäure 
INL   Innere nukleäre Schicht, inner nuclear layer 
IPL   Innere plexiforme Schicht, inner plexiforme layer 
KCl   Kaliumchlorid 
LOOH   Lipid Hydroperoxide  
LSM   Laser scanning microscope 
M   Molar 
  - V -   
 
 
MC   Müllerzellen, mueller cells 
MCB   Monochlorobimane 
MG   Mikroglia, micro glia 
MgCl2   Magnesiumchlorid    
ml   Milliliter 
mm   Millimeter 
mM   Millimolar 
mRNA   Messenger-Ribonukleinsäure, messenger-ribonukleic acid 
Mrp   Multidrug-resistance-protein 
MT Orange  Mitotracker Orange 
MW   Mittelwert 
Na   Natrium 
NaCl   Natriumchlorid 
NADP+  Nicotinsäureamid-Adenin-Dinukleotid-Phosphat; oxidierte Form 
NADPH  Nicotinsäureamid-Adenin-Dinukleotid-Phosphat; reduzierte Form 
NF   Nervenfaser, nerve fiber 
NFL   Nervenfaserschicht, nerve fiber layer 
NMDA   N-Methyl-D-Aspartat  
NO   Stickoxid  
O3   Ozon  
OCl-   hypochlorige Säure  
ONL   Äußere nukleäre Schicht, outer nuclear layer 
ONOO-   Peroxynitrit  
OPL   Äußere plexiforme Schicht, outer plexiforme layer 
PBS   Phosphat gepufferte Saline 
pH   pondus hydrogenii oder potentia hydrogenii   
PRS   Photorezeptorsegmente, photoreceptor segments  
rel.E   relative Einheiten  
RNA   Ribonukleinsäure, ribonukleic acid 
RNS   reactive nitrogen species 
ROS   reactive oxygen species 
SH-Gruppe  Sulfhydrylgruppe 
SOD   Superoxid-Dismutase 
t-BHP   tertiäres Butylhydroperoxid 
TRIS-Base  TRIS(hydroxymethyl) Aminomethan 
ZNS   Zentrales Nervensystem 
γ–GluCys  gamma–GlutamylCystein  
  - VI -   
 
 
γ-GT   gamma-Glutamyl-Transpeptidase 
µl   Mikroliter 
µM   Mikromolar  
·O2-     Superoxidradikal  
·OH    Hydroxyl Radikal 
·OL   Alkoxyl Radikal Lipide  
·OOL   Peroxyl Radikal Lipide  
1O2   Singulet-Sauerstoff  
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1 Einleitung           
 
Bei der Verstoffwechselung des Sauerstoffs werden im Organismus ständig gefährliche 
Nebenprodukte gebildet, die reaktiven Sauerstoffspezies (reactive oxygen species, ROS). 
Diese haben die Potenz, Moleküle, Zellen und Gewebe auf vielfältige Weise zu schädigen.   
Eine Möglichkeit des Organismus, sich davor zu schützen, sind Antioxidantien bzw. 
antioxidative Systeme. Eine Schlüsselrolle bei der Abwehr von oxidativem Stress spielt unter 
anderem das Glutathion (GSH). Das Glutathion-Peroxidase-System wird als eines der 
wichtigsten Redoxsysteme bei Säugetieren beschrieben (CONTESTABILE 2001). Es schützt 
als Radikalfänger lebenswichtige Zellbestandteile vor Destruktion.  
Das Nervengewebe ist in besonderem Maße oxidativem Stress ausgesetzt. Das Gehirn ist 
das Organ mit dem höchsten Sauerstoffumsatz und damit einer hohen Produktionsrate von 
reaktiven Sauerstoffspezies (REITER 1995). Nervengewebe muss vor den Auswirkungen 
der freien Radikale geschützt werden. Es wird davon ausgegangen, dass Nervenzellen 
weniger Glutathion enthalten als Gliazellen (COOPER 1997). Auch in den Zellen der Retina, 
einem vorgeschobenen und somit gut untersuchbaren Teil des Gehirns, ist das Glutathion-
System überwiegend glial lokalisiert (REICHENBACH 1999). 
Nach bisherigem Erkenntnisstand wird davon ausgegangen, dass es zum Schutz der 
Nervenzellen vor oxidativem Stress zu einer Umverteilung von antioxidativ wirksamen 
Glutathion aus den Gliazellen in die Nervenzellen kommt. In Hirnzellkulturen wurde die 
Ausschleusung von GSH bzw. GSH-Vorläufermolekülen aus Astrozyten untersucht und 
bestätigt (YUDKOFF et al. 1990, SAGARA et al. 1996, DRINGEN 2000).  
GSH-Transporter, die den GSH-Transfer ermöglichen, sind momentan Gegenstand 
vielfältiger Untersuchungen. Sie sind in verschiedenen Organen bereits beschrieben worden, 
unter anderem auch in Geweben des Gehirns (KANNAN et al. 2000) und des Auges 
(KANNAN et al. 1996). Die beschriebenen GSH-Transporter arbeiten in beide Richtungen, 
ein In- und Efflux von Glutathion ist möglich.  
Ergebnisse aus eigenen Vorversuchen der Arbeitsgruppe legen nahe, dass es auch in der 
Retina zu einem Glutathion-Transfer nach Einwirken von oxidativem Stress kommt. In dieser 
Arbeit wurde die physiologische Glutathionverteilung in der isolierten gesunden Netzhaut 
sowie nach Einwirkung von oxidativem Stress untersucht. Dabei wurde erstmals mit 
unfixiertem, intaktem Gewebe (ex vivo) gearbeitet. Durch die Verwendung von intaktem 
Gewebe ist eine exakte zelluläre Zuordnung hinsichtlich der Farbstoff- bzw. Glutathion-
verteilung möglich. Als Material diente Meerschweinchennetzhaut, die als avaskuläre 
Netzhaut Müllerzellen als einzige Makrogliazellen enthält.  
Als spezifischer Farbstoff für Glutathion gilt bis jetzt nur Monochlorobimane. Dieser Farbstoff 
wird über eine GSH-S-Transferase-Konjugation enzymatisch umgesetzt und wird hier als 
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Referenzfarbstoff genutzt. Weiterhin beschrieben und genutzt sind Vitalfarbstoffe wie  
CellTracker als zelluläre Marker, die spezifisch mit der SH-Gruppe des Glutathions reagieren 
und das Molekül farblich sichtbar machen sollen. Vom Hersteller Invitrogen wird 
insbesondere der Farbstoff CellTracker Green für die spezifische Anfärbung von Glutathion 
empfohlen (HAUGLAND 1996). 
Das Ziel dieser Arbeit ist es, über den Vergleich der Farbstoffverteilungsmuster 
verschiedener in vivo-Fluoreszenzfarbstoffe die Spezifität des Farbstoffes CellTracker Green 
für Glutathion zu überprüfen und weitere Erkenntnisse über die Verteilung und den Transport 
von Glutathion in Nerven- und Gliazellen insbesondere nach Einwirken von oxidativem 
Stress zu erhalten. Dazu sollen folgende Fragen beantwortet werden: 
 
1.  Ist CellTracker Green ein spezifischer Farbstoff für Glutathion? 
 
2.  Entsprechen die Fluoreszenz- und Verteilungsmuster der bekannten GSH-Verteilung 
im retinalen Gewebe? 
 
3.  Besteht eine Temperaturabhängigkeit der Transportprozesse? 
 
4. Ändert sich das Farbverteilungsmuster bei Erniedrigung des GSH-Gehaltes? 
 
5. Wie unterscheidet sich die Gewebeverteilung der zusätzlich ausgewählten        
Farbstoffe? 
 








2.1 Oxidativer Stress 
Alle höheren Lebewesen nutzen die Oxidation in der Atmungskette als effektivste Art der 
Energiegewinnung. Die umfangreiche chemische Umsetzung des Sauerstoffs in der 
Atmungskette ist aber nicht nur eine lebenswichtige Grundlage, sondern birgt auch Gefahren 
für den Organismus.  
In den Mitochondrien wird über eine Kette enzymatischer Redoxreaktionen 
sauerstoffabhängig Energie konserviert. Über der inneren Mitochondrienmembran wird ein 
elektrochemisches Potential errichtet, das zur Bildung von ATP genutzt wird. Als 
Nebenprodukte werden ständig reaktive Sauerstoffspezies (ROS) gebildet. Schon unter 
physiologischen Bedingungen werden ca. 5% des genutzten Sauerstoffs unvermeidlich in 
ROS umgewandelt (CUI et al. 2004). Diese schädigen als Oxidantien Zellen und Gewebe auf 
vielfältige Weise - der Preis für die intensive Nutzung des Sauerstoffs (REITER 1995). Als 
Oxidativen Stress bezeichnet man den Zustand, in dem auf zellulärer Ebene ein 
Ungleichgewicht zwischen Prooxidantien und Antioxidantien entsteht. Das Verhältnis 
verschiebt sich zugunsten der Prooxidantien. Es werden mehr oxidative, zellschädigende 
Verbindungen generiert als eliminiert.  
  
Reaktive Sauerstoffspezies - ROS  
Reactive oxygen species (ROS) ist ein Sammelbegriff für alle reaktiven Sauerstoffformen. 
Sie können als Radikale oder Nicht-Radikale auftreten. Die als freie Radikale reagierenden 
ROS sind Atome oder Moleküle mit ungepaarten  Valenzelektronen auf ihrer äußeren 
Elektronenhülle. Sie sind bestrebt, durch Reaktionen mit geeigneten Partnern diese 
einzelnen Elektronen zu Elektronenpaaren zu ergänzen und sind somit sehr 
reaktionsfreudig. Dazu gehören das Superoxidradikal (·O2-),  Peroxyl Radikal Lipide (·OOL), 
Alkoxyl Radikal Lipide (·OL) und der Singulet-Sauerstoff (1O2). Letzterer enthält zwei 
ungepaarte Elektronenpaare und kann als Diradikal angesehen werden. Das Hydroxyl 
Radikal (·OH)  gilt als die aggressivste Sauerstoffspezies überhaupt (CUI et al. 2004).  
Zu den ROS gehören weiterhin anorganische und organische Peroxide wie 
Wasserstoffperoxid (H2O2) oder Lipid Hydroperoxide (LOOH). Auch das Ozon (O3) und  die 
hypochlorige Säure (OCl-) sind toxische Formen des Sauerstoffs. 
Die Hauptquellen der Entstehung von ROS sind die mitochondriale Atmungskette, 
enzymatische Reaktionen und die Autooxidation kleiner Moleküle. Orte der Entstehung sind 
vielfältige Zellbestandteile wie die Mitochondrien, das Zytoplasma, die Kernmembran, das 
Endoplasmatische Retikulum und Peroxisomen (SIMONIAN und COYLE 1996). Allein durch 
die Redoxreaktionen in der Atmungskette entsteht eine Vielzahl reaktiver Sauerstoffspezies, 
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die in Form von Hydroperoxyl-Radikalen, Superoxid-Radikalen, Hydroxyl-Radikalen und 
Hydrogen-Peroxiden auftreten (CUI et al. 2004). Durch viele weitere zytosolische oder 
membrangebundene Enzymsysteme werden verschiedene ROS generiert. Sie entstehen 
beispielsweise innerhalb der Arachidonsäurekaskade (PIOMELLI und GREENGARD 1990, 
CADENAS und SIES 1984), beim Abbau von Purinen durch die Xanthin-Oxidase  (McCORD 
1985, HALLIWELL und GUTTERIDGE 1990) und im Cytochrom P450-Komplex (SIMONIAN 
und COYLE 1996). Generell sind Enzyme und Enzymsysteme mit Metallionen als 
Cofaktoren Verursacher von oxidativem Stress. 
Zu den reaktiven Sauerstoffspezies gehören auch Formen, die zusätzlich zum Sauerstoff 
Stickoxid (NO) enthalten und als reactive nitrogen species (RNS) bezeichnet werden. 
Stickoxid kann bei unkontrollierter Produktion selbst neurotoxisch wirken. Die eigentliche 
Gefahr entsteht aber erst durch die Bildung von Peroxynitrit (ONOO-) aus NO und dem 
Superoxid-Radikal ·O2- (BECKMANN et al. 1990). 
Zusätzlich werden die Zellen mit freien Radikalen aus exogenen Quellen belastet. Sie 
werden über die Nahrung aufgenommen oder gelangen als sonstige Umweltgifte (z.B. 
Zigarettenrauch) in den Organismus. Einwirkende UV-, Röntgen- oder ionisierende Strahlung 
löst ebenfalls die Bildung freier Radikale im Körper aus. 
 
2.1.1 Auswirkungen von oxidativem Stress auf Gewebe und Organe 
Es ist bekannt, dass reaktive Sauerstoffspezies nicht nur bei pathologischen Prozessen eine 
Rolle spielen, sondern auch verschiedene physiologische Aufgaben erfüllen. Sie wirken als 
Wachstumsregulatoren, als interzelluläre Signalmoleküle und als second messenger  und 
sind an der NMDA-Rezeptormodulation beteiligt (STEULLET et al. 2006, CHIN et al. 2006). 
ROS spielen eine Rolle bei der Zellproliferation (HALLIWELL 1992, CONTESTABILE 2000), 
der mikrobiellen Abwehr von akuten Infektionen (BABIOR et al. 2003) und sind außerdem 
wichtige Mediatoren für den programmierten Zelltod (CUI et al. 2004).  
Entsteht oxidativer Stress, werden Biomoleküle geschädigt. In der DNA werden 
Strangbrüche induziert (COCHRANE 1991, BREEN und MURPHY 1995), Lipide, vor allem 
Membranlipide, sind durch Lipidperoxidation gefährdet (BRAUGHLER und HALL 1989, 
HALLIWELL 1992). Sie werden in ihrer Struktur verändert,  die Folge sind Enzymstörungen 
und Veränderungen der Membranfluidität und –permeabilität (JUURLINK 1997).  
Bei Proteinen können durch Modifikationen Proteinaggregationen entstehen. Hierbei spielt 
die Sulfhydryl-Gruppe (SH-Gruppe) als funktionelle Gruppe eine besondere Rolle. Sie bildet 
den bevorzugten Angriffspunkt für reaktive Sauerstoffspezies. Bei einer Vielzahl von 
Enzymen stellt die SH-Gruppe das aktive Zentrum dar und ist für deren Wirksamkeit 
essentiell. Reagieren ROS mit diesem aktivem Zentrum, stehen die Enzyme der Zelle für 
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deren biochemische  Abläufe nicht mehr zur Verfügung.  Sie werden durch Oxidation in ihrer 
Funktion inaktiviert (KUKREJA et al. 1992).    
Oxidativer Stress und die Akkumulation von oxidativ bedingten Zellschäden wird heute als 
eine Ursache für die physiologischen Alterungsprozesse des Organismus (HARMAN 1956, 
HARMAN 1994) und vor allem auch des Zentralen Nervensystems angesehen (HALLIWELL 
1992, POEGGELER et al. 1993). Der Einfluss von ROS auf molekularer und zellulärer 
Ebene ist ursächlich mit den verschiedenen Pathomechanismen vieler Erkrankungen 
verbunden. BRAY (1999) beschreibt die Bedeutung von ROS für viele akute und chronische 
Krankheiten als ebenso wichtig wie Mikroorganismen für Infektionskrankheiten. Freie 
Radikale haben einen wesentlichen Einfluss auf die Gewebeschädigung während und nach 
einer Ischämie (TRAYSTMAN et al. 1991, JUURLINK und SWEENEY 1997, PARADIS et al. 
2004). Ischämie, verursacht durch Apoplex, Herzinfarkt oder andere traumatische Insulte 
hinterläßt funktionelle und strukturelle Schäden. Diese verschärfen sich weiter durch die sich 
anschliessende Reperfusion (CUI et al. 2004).  
Das Gehirn ist in besonderer Weise oxidativem Stress ausgesetzt, Schäden durch freie 
Radikale stehen in engem Zusammenhang mit verschiedenen neurodegenerativen 
Erkrankungen wie Morbus Parkinson (PERRY et al. 1982, HASTINGS et al. 1996), Morbus 
Alzheimer (PRATICO und DELANTY 2000, HASHIMOTO et al. 2003), Amyotropher 
Lateralsklerose (ROSEN et al. 1993, CUDKOWICZ et al. 1998) und anderen Demenz-
erkrankungen (CONTESTABILE 2001).  
Oxidativer Stress ist verbunden mit dem Untergang von Zellen bei Nekrose und Apoptose, 
Alterungsprozessen und der Genese degenerativer Krankheiten. Für den Organismus ist es 
daher von immenser Bedeutung, ein effektives antioxidatives System zur Verfügung zu 
haben um die Entstehung und Auswirkungen der reaktiven Sauerstoffradikale zu 
kontrollieren. 
 
2.2 Biologische Abwehrmechanismen gegen oxidativen Stress 
Die Abwehr der reaktiven Sauerstoffspezies erfolgt durch Verhinderung der Bildung von 
Radikalen, durch Verhinderung von deren Wirkung oder durch Reparatur der entstandenen 
Schäden. Für Letzteres stehen beispielsweise DNA/RNA-Reparaturenzyme und lipolytische 
Enzyme für Membranlipide zur Verfügung.  
Zur Entgiftung der freien Radikale nutzt der Organismus endogene und exogen über die 
Nahrung zugeführte Antioxidantien. Generell existieren enzymatische und nicht-
enzymatische Abwehrmechanismen.  
Nicht-enzymatisch wirkende Antioxidantien sind beispielsweise die Vitamine A (beta-
Carotin), C (Ascorbinsäure) und E (hauptsächlich als alpha-Tocopherol). Sie wirken, indem 
sie selbst als Oxidationspartner fungieren und so freie Radikale abfangen (CUI et al. 2004). 
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Die lipidlöslichen Vitamine A (OSHOGINA und KASAIKINA 1995) und E (CHAN 1993, 
REITER 1995) schützen vor allem die Seitenketten der Fettsäuren von Zellmembranen und 
tragen so zu deren Stabilisierung bei. Das Vitamin C ist hydrophil und wirkt hauptsächlich im 
Zytosol und im Interstitium. Es kann direkt ROS neutralisieren, ist aber desweiteren in der 
Lage, oxidiertes Glutathion und Vitamin E wieder in den reduzierten Zustand zu verbringen 
(LEUNG et al. 1981, WINKLER et al. 1994). Diese werden somit für die Abwehr von ROS 
wieder bereitgestellt. 
Verschiedene Pflanzenfarbstoffe wie Carotinoide, Lycopin, Lutein und Zeaxanthin stehen 
dem Organismus zur Abwehr reaktiver Sauerstoffspezies ebenfalls zur Verfügung. Neuere 
Forschungen belegen, dass besonders für das Gehirn auch das Hormon Melatonin aus der 
Epiphyse eine besondere Rolle bei der Abwehr von oxidativem Stress spielt (REITER 1995, 
SHIDA et al. 1994). Es schützt die DNA (TAN et al. 1993), Proteine (ABE et al. 1994) und 
Membranlipide (MELCHIORRI et al. 1995) vor ROS. Darüber hinaus stimuliert es die 
Glutathionperoxidase (BARLOW-WALDEN et al. 1995).  
Die enzymatisch wirkenden Systeme setzen kaskadenartig jeweils bestimmte reaktive 
Sauerstoffspezies zu ungiftigen Produkten um. So wird durch die in den Peroxisomen 
lokalisierte Katalase  das H2O2 zu Wasser und O2 neutralisiert (REITER 1995). Die 
Superoxid-Dismutase (SOD) setzt Superoxidanionen in Wasserstoffperoxid um und 
verhindert so die Bildung von molekularem Sauerstoff. Die dabei entstehenden Peroxide 
wirken enzyminduktiv. Besonders in den Neuronen wird bei steigenden 
Peroxidkonzentrationen die Synthese von Katalasen und Dismutasen erhöht.  Im 
Glutathionperoxidasesystem wird wie durch die Katalase das H2O2 zu ungiftigem Wasser 
und Sauerstoff umgesetzt.  
Das Gehirn nutzt vor allem den enzymatischen Abbau von ROS. Die Katalase kommt im 
Gehirn in weitaus geringerer Konzentration als z.B. in Leber und Niere vor (REITER 1995, 
HO et al. 1997) und setzt ausschließlich H2O2 um. So wird neben der Superoxiddismutase 
das Glutathionperoxidasesystem im Nervengewebe als das wichtigste Enzymsystem zur 
Entgiftung reaktiver Sauerstoffspezies angesehen (SINET et al. 1980, MEISTER und 
ANDERSON 1983, BECKMAN et al. 1990). 
 
2.3 Glutathion als Antioxidans 
Die starken reduzierenden Eigenschaften von Glutathion wurden schon 1921 von HOPKINS 
beschrieben. In den letzten Jahrzehnten rückte zunehmend der Einfluss von oxidativem 
Stress bei der Genese vieler Erkrankungen und bei Alterungsprozessen in den Fokus der 
Wissenschaft. Damit wurden auch die Forschungen um Glutathion intensiviert. Das Tripeptid 
Glutathion (Gamma-L-Glutamyl-L-cysteinylglycin, GSH) hat vielfältige physiologische 
Funktionen (DRINGEN 2000). Es dient als Reaktionspartner für die Detoxifikation von 
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endogenen Metaboliten und Xenobiotica, ist Cofaktor bei verschiedenen 
Isomerisationsreaktionen (MEISTER und ANDERSON 1983, COOPER 1997) und essentiell 
für die Zellproliferation (POOT et al. 1995) und die Regulation der Apoptose  (VAN DEN 
DOBBELSTEEN et al. 1996, HALL 1999). Weiterhin fungiert es als Transportmolekül für 
Aminosäuren wie der γ-GT und ist eine wichtige Speicher- und Transportform von Cystein 
(MEISTER und ANDERSON 1983, COOPER 1997).  
Als Antioxidans wirkt Glutathion über zwei Wege. Das Molekül selbst kann mit Radikalen 
reagieren und diese so abfangen (SAEZ et al. 1990, WINTERBOURN und METODIEWA 
1994) oder es bildet den Elektronendonor für die Reduktion von Peroxiden mittels der 
Glutathionperoxidase (CHANCE et al. 1979).  
Die Glutathionperoxidase (GPX) ist ein Selen-haltiges Enzym, das zytosolisch und 
mitochondrial lokalisiert ist und H2O2 umsetzt. Sie ist dabei abhängig vom Vorhandensein 
reduzierten Glutathions (GSH), das bei der entgiftenden Redoxreaktion in oxidiertes 
Glutathion (GSSG) umgewandelt wird: 
 
2 GSH + 2 H2O2                                         2 H2O + O2 + GSSG   
  
Die reduzierte Form enthält die Sulfhydrylgruppe (SH) des Cysteins als funktionelle Gruppe. 
In der oxidierten Form wird GSH zum Glutathiondisulfid GSSG, es werden zwei GSH-
Moleküle unter Abgabe von Elektronen durch die Glutathion-Peroxidase  verknüpft.  
In einer Folgereaktion wird durch die Glutathionreduktase wieder antioxidativ wirksames 
reduziertes Glutathion (GSH) bereitgestellt. Die Reduktase-Aktivität ist abhängig von der 
Verfügbarkeit reduzierender Ascorbinsäure (GRÜNEWALD 1993) und von hohen NADPH-
Konzentrationen. Letzteres entstammt dem Pentosephosphatweg, einem Nebenweg der 
Glykolyse. Das NADPH ist hierbei der Elektronendonor für die Überführung des oxidierten 
GSSG in reduziertes GSH (WINKLER et al. 1986, BEN-YOSEPH et al. 1996). Mit dieser 
Rückreaktion wird durch die Glutathionreduktase die verbrauchte Konzentration an GSH 
ohne Verlust wiederhergestellt (DRINGEN et al. 2000).  
Das Glutathion steht innerhalb des Glutathionperoxidasesystems dem im Stoffwechsel 
anfallenden giftigen  H2O2  als Reaktionspartner zur Verfügung.  Damit sind andere wichtige 
Proteine und Enzyme geschützt, deren Sulfhydrylgruppen bleiben in der reduzierten und 
damit funktionsfähigen Form (COTGREAVE und GERDES 1998). 
 
2.3.1 Synthese,  Metabolismus und Transport von Glutathion 
Reduziertes Glutathion (GSH) ist ein Tripeptid aus den Aminosäuren Glutamat (Glu), Cystein 
(Cys) und Glyzin (Gly). Es wird in 2 Schritten jeweils unter Verbrauch von ATP gebildet 





 - 8 - 
 
Syntethase (1) konjugiert. Es entsteht das Dipeptid γ-GlutamylCystein (γ-GluCys). Im 
zweiten Schritt wird γ-GluCys mit Hilfe des Enzyms Glutathion-Synthetase (2) mit Glyzin 
verknüpft. Das Endprodukt GSH hemmt wiederum durch einen negativen Feedback-
Mechanismus die γ-GlutamylCystein-Syntethase (RICHMAN und MEISTER 1975, MISRA 
und GRIFFITH 1998). So werden Synthese und Verbrauch von GSH im Gleichgewicht 
gehalten.  Durch die Glutathion-Peroxidase (3) wird die reduzierte Form Glutathion, GSH in 
die oxidierte Form Glutathiondisulfid, GSSG überführt. Hierbei handelt es sich um die ROS-
entgiftende Redoxreaktion, in der Abbildung ist sie farbig hervorgehoben. Das GSSG wird 
durch die Glutathion-Reduktase (4) in einer NADPH-abhängigen Redoxreaktion wieder zu 




















Abbildung 1: Metabolismus von Glutathion (verändert nach DRINGEN 2000). 
X = Akzeptor für den γGlutamylrest aus der γGT-Reaktion, Y = Substrat der Glutathion-S-Transferase. 
1=γ-Glutamylcystein Synthetase, 2=Glutathion Synthetase, 3=Glutathion Peroxidase, 4=Glutathion Reduktase, 
5=Glutathion-S-Transferase, 6=γ-Glutamyl Transpeptidase, 7=Ektopeptidase. 
● = Membrantransportsystem, ■ = membrangebundenes Enzym;  
 
Glutathion-S-Konjugate (GS-Y) werden in der Zelle zur Detoxifikation von Metaboliten und 
Fremdstoffen gebildet und in den Extrazellulärraum abgegeben (COMMANDEUR et al. 1995, 
SALINAS und WONG 1999). Ein Beispiel ist die Abgabe von in den Leberzellen konjugierten 
Xenobiotika in die Galle. Werden durch die Glutathion-S-Transferase, GST (5) Glutathion-S-
Konjugate hergestellt oder GSH mit Hilfe von GSH-Transportern aus der Zelle transportiert, 
verringert sich die Konzentration von GSH in der Zelle (AKERBOOM und SIES 1989). Das 
Glutathion muß durch Resynthese ersetzt werden. Extrazelluläres GSH und GSH-Konjugate  
werden dafür vor der Aufnahme gespalten, die Bausteine (Cys und Gly) eingeschleust und 
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intrazellulär neusynthetisiert. Die extrazelluläre Spaltung wird vom Ektoenzym γ-Glutamyl-
Transpeptidase, γ-GT (6) bewerkstelligt. Das γ-Glutamyl-Aminosäurekonjugat wird in die 
Zelle aufgenommen. Das ebenfalls entstehende Dipeptid wird durch  zytosolische 
Ektopeptidasen (7)  weiter zu Cystein und Glyzin hydrolisiert (TATE 1985). Die einzelnen 
Aminosäuren werden dann als Vorläufermoleküle für die intrazelluläre GSH-Resynthese 
genutzt (WADE und BRADY 1981, ENNIS et al. 1998). In Zellkulturen wurde nachgewiesen, 
dass der GSH-Gehalt von Nervenzellen stark abhängig von der Verfügbarkeit seiner 
Vorstufen ist (DRINGEN et al. 1999).  
Die Aufnahme vollständiger Glutathionmoleküle ist ebenfalls beschrieben. Es existieren Na+- 
abhängige und -unabhängige GSH-Transportsysteme (KANNAN et al. 1996). GSH wird über 
die Blut-Hirn-Schranke transportiert (ZLOKOVIC et al. 1994, KANNAN et al. 1990), es findet 
ein Transport in der Niere (LASH und JONES 1984), im Darm (HAGEN und JONES 1987), in 
der Lunge (HAGEN et al. 1986) und in der Linse statt (KANNAN et al. 1999). Die Transporter 
arbeiten nach intra- als auch nach extrazellulär. Sie sind konzentrationsabhängig und 
transportieren GSH bei geringen extrazellulären Konzentrationen aus der Zelle.  
In den letzten Jahren ist bekannt geworden, dass Multidrug-resistance-proteins (Mrps)  eine 
Rolle bei der Ausschleusung von GSH spielen (BORST et al. 1999, KÖNIG et al. 1999, 
LESLIE et al. 2001). Sie haben in vivo verschiedene Transportfunktionen in Abhängigkeit 
vom Gewebe (HIRRLINGER et al. 2005). Mrps sind multispezifische Anionentransporter, die 
anionische Moleküle aus der Zelle ausschleusen. Neutrale Moleküle werden unter anderem 
als Glutathion-S-Konjugate aus der Zelle transportiert (WIJNHOLDS 2002). Unter oxidativem 
Stress werden auch Glutathion bzw. Glutathiondisulfid aus der Zelle exportiert 
(HIRRLINGER et al. 2001, 2002). Im Gehirn sind verschiedene Subtypen von Multidrug-
resistance-proteins bekannt (HIRRLINGER et al. 2001, BALLERINI et al. 2002, NIES et al. 
2004, MINICH et al. 2006).   
 
2.4 Oxidativer Stress in Gehirn und Netzhaut 
Verglichen mit anderen Organen produziert das Gehirn mehr freie Radikale bei geringerer 
antioxidativer Kapazität (COOPER 1997, DRINGEN 2000). Es ist dadurch im besonderen 
Maße den negativen Auswirkungen der Verstoffwechselung des Sauerstoffs ausgesetzt. Die 
Hirnmasse entspricht nur ca. 2% des Körpergewichtes, beansprucht aber schon in Ruhe ca. 
20% des vom Körper genutzten Gesamtsauerstoffs (CLARKE und SOKOLOFF 1999). Somit 
ist es das Organ mit dem relativ höchsten Sauerstoffumsatz und damit der höchsten 
Produktion von toxischen Sauerstoffmetaboliten (REITER 1995).  
Nervenzellen verstoffwechseln ausschließlich Glukose zur Deckung ihres Energiebedarfes, 
wofür ständig Sauerstoff benötigt wird. Zusätzliche Besonderheiten machen das Hirngewebe 
anfälliger für oxidativen Stress. Das Gehirn ist ein besonders lipidreiches Organ, das viele 
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ungesättigte Fettsäuren enthält. Diese bieten Angriffspunkte für ROS, was zur 
Lipidperoxidation führt (PORTER 1984, RICE-EVANS und BURDON  1993). Ein hoher 
Eisengehalt in einigen Bereichen des Gehirns (GERLACH et al. 1994, SOROND und RATAN 
2000) katalysiert die Entstehung von freien Sauerstoffradikalen über die Fenton-Reaktion. 
Eisenbindende Transport- und Speicherproteine verhindern diese Reaktion, deren Gehalt ist 
im Gehirn jedoch vergleichbar gering (CUI et al. 2004). Exzitatorische Neurotransmitter, wie 
das Glutamat, lösen nach ihrer Freisetzung die Bildung einer hohen Zahl freier Radikale aus 
(DUGAN und CHOI 1994, CUI et al. 2004). Stickoxid wird für vielfältige Funktionen im Gehirn 
generiert und ist bei Überproduktion potentielle Vorstufe zur Bildung freier Radikale. Da 
Nervenzellen nicht generell regeneriert werden, führen Schäden durch reaktive 
Sauerstoffspezies kumulativ zum Zelltod (CUI et al. 2004).  
Entsprechend dieser hohen Vulnerabilität ist das Gehirn auf zusätzliche oder besonders 
effektive Systeme zur Abwehr von oxidativem Stress angewiesen. Das Gehirn enthält jedoch 
fast keine Katalase und weniger Superoxiddismutase und Glutathionperoxidase als 
beispielsweise Leber und Niere (MARKLUND et al. 1982, COOPER 1997, HO et al. 1997). 
Auch der Gehalt an antioxidativem Vitamin E ist geringer als in der Leber. Aus diesen 
Gründen reagiert das Gehirn besonders empfindlich und nachhaltig auf die Einwirkung 
reaktiver Sauerstoffspezies. 
 
2.4.1 Die Netzhaut als repräsentativer Teil des Gehirns 
Die Netzhaut ist ontogenetisch ein vorgeschobener Bestandteil des Zwischenhirns. Da das 
Gehirn selbst in der knöchernen Schädelhöhle experimentell schwer zugänglich ist und eine 
sehr komplexe Struktur hat, wird häufig die Retina als Modell des ZNS für Untersuchungen 
herangezogen. Von Vorteil sind hierbei der übersichtliche Aufbau mit einer klaren Schichtung 
und die geringe Anzahl von Zelltypen. Sowohl die Funktion der Netzhaut als auch vielfältige 
physiologische Abläufe und pathologische Veränderungen sind gut untersucht. Somit ist die 
gesunde und kranke Netzhaut das klassische Modell für die Untersuchung von 
Nervengewebe. Mit einigen zusätzlichen Besonderheiten im Vergleich zu anderen 
Abschnitten des Gehirns  empfiehlt sich die Retina für die Untersuchung von oxidativem 
Stress, den Mechanismen seiner Regulation und seinen Auswirkungen. Die Netzhaut 
besteht aus einer großen Anzahl von Nervenzellen pro Gewichtseinheit und hat einen 
aktiveren Energiestoffwechsel als andere Abschnitte des ZNS. Damit findet eine enorme 
Verstoffwechselung von Sauerstoff statt. Der Glucoseverbrauch liegt über den am übrigen 
Gehirn gemessenen Werten. Das Gewebe ist als Lichtsinnesorgan ständig dem Licht 
ausgesetzt. Als Ort der Photorezeptorzellen, die durch einen besonders hohen 
Membranlipidumsatz gekennzeichnet sind, ist die Netzhaut in besonderem Maße von der 
schädigenden Wirkung freier Radikale bedroht (REICHENBACH 1999).   
Literaturübersicht 
 
 - 11 - 
 
2.4.2 Der Aufbau der Retina und die Funktion der Müllerzellen  
Die Netzhaut zeigt eine übersichtliche Schichtung ihrer Elemente (Abbildung 2). Sie setzt 
sich aus spezialisierten Sinneszellen, verschiedenen Neuronentypen und Gliazellen 
zusammen. 
 
Abbildung 2: Schematische Darstellung der Vertebratenretina.  
NFL  Nervenfaserschicht, nerve fiber layer    
GCL   Ganglienzellschicht, ganglion cell layer  
IPL  Innere plexiforme Schicht, inner plexiforme layer  
INL  Innere nukleäre Schicht, inner nuklear layer 
OPL       Äußere plexiforme Schicht, outer plexiforme layer 
ONL  Äußere nukleäre Schicht, outer nuklear layer 
PRS  Photorezeptorsegmente, photoreceptor segments  
blau=Nervenzellen, gelb=Müllerzellen, rot=Mikroglia, braun=Pigmentepithelzellen  
 
Die äußeren Segmente der Photorezeptoren (PRS) ragen als Zapfen und Stäbchen in das 
retinale Pigmentepithel. Die Zellkörper der Photorezeptoren, die das erste Neuron in der 
Kette der Informationsleitung darstellen, bilden die äußere nukleäre Schicht (ONL). Es 
schließt sich die äußere plexiforme Schicht (OPL) an, in der die Axone der Photorezeptoren 
Verbindung zu Neuronen der inneren nukleären Schicht (INL) aufnehmen. Die Bestandteile 
der inneren nukleären Schicht sind die Somata der bipolaren Zellen, die als zweites Neuron 
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das Signal weiterleiten. Außerdem befinden sich in dieser Schicht die Zellkörper von 
amakrinen Zellen und Horizontalzellen. Amakrine Zellen vermitteln als Interneurone mittels 
ihrer Dendriten zwischen Bipolar- und Ganglienzellen (LIEBICH 1999), Horizontalzellen sind 
für horizontale Verschaltungen zwischen den Synapsen in der äußeren plexiformen Schicht 
verantwortlich. In der inneren nukleären Schicht liegen auch die Somata der Müllerzellen. Es 
folgt die innere plexiforme Schicht (IPL), in der die Axone der Bipolarzellen Kontakt mit den 
Ganglienzellen, die das dritte Neuron in der Signalleitung darstellen, aufnehmen.  Hier finden 
sich auch die Verschaltungen durch die amakrinen Zellen. Die Ganglienzellen formieren sich 
zur Ganglienzellschicht (GCL), deren Axone bilden die Nervenfaserschicht (NFL) und 
bündeln sich am blinden Fleck zum Sehnerv, der über Zwischenstationen zur Sehrinde zieht. 
Bei der in der Netzhaut enthaltenen Mikroglia handelt es sich um ontogenetisch 
eingewanderte Monozyten/Makrophagen, die hirngewebespezifisch differenzieren und 
Aufgaben der Immunabwehr übernehmen. In der vaskularisierten Retina befinden sich 
zusätzlich Astrozyten in der Nervenfaserschicht (NFL).    
Müllerzellen durchziehen mit charakteristischem Aussehen die gesamte Netzhaut. 
Ausgehend vom Soma in der inneren nukleären Schicht ziehen zwei Stammfortsätze jeweils 
zur äußeren und inneren Oberfläche der Retina. Der distale Fortsatz zieht in Richtung 
Pigmentepithel und umgibt honigwabenartig (HAMA et al. 1978) die Somata der 
Photorezeptoren. Der proximale Fortsatz zieht in Richtung Glaskörper und reicht bis zur 
Nervenfaserschicht. In den inneren und äußeren plexiformen Schichten werden von den 
Fortsätzen der Müllerzellen weitere Seitenfortsätze gebildet, die die Synapsen umgeben.  
Müllerzellen bilden mit ihren Endfüßen die innere Grenzmembran und über Zonulae 
adhaerentes zusammen mit den Photorezeptoren die äußere Grenzmembran. Sie bilden so 
die physiologischen Grenzen der Netzhaut. Müllerzellen haben engen Kontakt zu allen 
Neuronentypen. Bei Lebewesen mit avaskulärer Netzhaut, wie dem Meerschweinchen, sind 
sie die einzige Makroglia (SCHNITZER 1988). Somit müssen Müllerzellen die Funktionen, 
die im Gehirn von einer Vielfalt kooperierender Gliazellen übernommen werden, allein 
bewältigen (REICHENBACH et al. 1998). Deshalb sind sie sowohl für den strukturellen 
Aufbau wie auch für die Funktion der Netzhaut von entscheidender Bedeutung. Die Netzhaut 
ist als hochspezialisiertes Organ in ihrer Funktion stark abhängig von optimaler Versorgung. 
Durch den engen Kontakt zu den Neuronen können Gliazellen Stoffwechselwege 
übernehmen, die in Neuronen nur teilweise ablaufen können (HAMPRECHT und DRINGEN 
1995, TSACOPOULOS et al. 1998). Mit ihrer besonderen Enzymausstattung können sie sich 
an den metabolischen Funktionen der Neuronen beteiligen. Sie sind außerdem beteiligt an 
der Gewebedifferenzierung, an Signaltransduktion und an Regulations- und 
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2.4.3 Die Rolle der Müllerzellen im Glutathionstoffwechsel 
Im Gehirn sind Astrozyten von großer Bedeutung für den Schutz der Nervenzellen vor 
oxidativem Stress. Sie weisen von allen Hirnzellen die höchsten Konzentrationen  
verschiedener Antioxidantien auf und unterstützen andere Hirnzellen bei der Abwehr 
reaktiver Sauerstoffspezies (PEUCHEN et al. 1997, WILSON 1997).  
Nach immunhistochemischen Untersuchungen von Dringen (2000) lässt sich in vitro eine 
enge Zusammenarbeit zwischen glialem und neuronalen Metabolismus von GSH und GSH-
Vorstufen  nachweisen.  Danach wird Glutathion in einzelne Aminosäuren zerlegt, diese 
werden ausgeschleust und von den Nervenzellen aufgenommen. In den Nervenzellen findet 
dann eine Resynthese von GSH statt.  
Es ist zu vermuten, dass es auch in der Retina nach Einwirken von oxidativem Stress zu 
einer Umverteilung von Glutathion oder seiner Aminosäurekomponenten kommt. Wie 
Abbildung 3 zeigt, ist Glutathion auch in der Retina überwiegend im Zytoplasma der 
Gliazellen lokalisiert. Es liegt dort zu 80% in reduzierter Form als GSH vor. Müllerzellen 
synthetisieren mit entsprechender Enzymausstattung Glutathion aus Cystein, Glutamat und 
Glycin. Sie verfügen über aktive Membranaufnahmesysteme für Glutamat und Cystin und 
















Abbildung 3: Glutathionverteilung in der Meerschweinchenretina, Glutathion ist vorrangig in glialen Müllerzellen  
nachweisbar ( Pfeile markieren MC Strukturen); Semidünnschnitte der Meerschweinchenretina.  
Links: Färbung mit Toluidinblau  Rechts: immunhistochemische GSH-Färbung: DAB-Färbung  
GCL=Ganglienzellschicht 
IPL  =Innere plexiforme Schicht 
INL  =Innere nukleäre Schicht 
ONL=Äußere nukleäre Schicht 
PRS=Photorezeptorsegmente 
 
POW und CROOK (1995) untersuchten immunhistochemisch die Verteilung reduzierten 
Glutathions in der Retina von Kaninchen und wiesen hohe Konzentrationen von Glutathion in 
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Müllerzellen nach. In Ganglienzellen hingegen konnten nur geringe Konzentrationen 
gemessen werden. Aufgrund dieser Ergebnisse und der Bedeutung des Glutathion-Systems 
für den Schutz der Nervenzellen vermuteten sie einen Transfer von GSH von den 
Müllerzellen in die Ganglienzellen unter oxidativem Stress. In Untersuchungen von 
SCHÜTTE und WERNER (1998) zur Glutathionverteilung in der Retina der Ratte wurde 
diese Annahme bestätigt. Sie wiesen immunhistochemisch nach, dass es unter 
ischämischen Bedingungen zu einem Transfer von Glutathion von den Müllerzellen in die 
Ganglienzellen kommt.    
 
2.5 Zielstellung 
Über die Verteilung und den Gehalt von Glutathion in Zellen des Nervengewebes liegen bis 
jetzt größtenteils Daten aus in vitro-Versuchen mittels biochemischer oder radiochemischer 
Analyse vor (POW und CROOK 1995, SCHÜTTE und WERNER 1998, DRINGEN 2000).  
Um diese Erkenntnisse auf physiologisch intaktes Gewebe übertragen zu können, wurden in 
Vorversuchen der Arbeitsgruppe erstmalig der Einfluss von oxidativem Stress auf den GSH-
Gehalt von Müller- und Ganglienzellen und ein möglicher Transfer in ex vivo-Netzhautpräpa- 
raten vom Meerschweinchen untersucht. Es wurde mit dem in vivo-Fluoreszenzfarbstoff 
CellTracker Green und konfokaler Lasermikroskopie gearbeitet. CellTracker Green 
fluoresziert erst nach der Spaltung seiner Acetatgruppen durch intrazelluläre Esterasen. Er 
bindet mit seiner funktionellen Gruppe (Cl-CH2) an freie SH-Gruppen. Eine SH-Gruppe findet 
sich auch am Glutathion-Molekül.  
Da die uneingeschränkte Eignung des CellTrackers Green für die Darstellung von Glutathion 
in der Literatur angezweifelt wird (HEDLEY und CHOW 1994, TAUSKELA et al. 2000), liegt 
der Schwerpunkt dieser Arbeit darin, diesen Farbstoff auf seine Spezifität für Glutathion zu 
überprüfen. Als Vergleichsfarbstoff wird Monochlorobimane eingesetzt. Monochlorobimane 
gilt als spezifisch für den Nachweis von Glutathion und die Darstellung des Glutathion-
Metabolismus (RICE et al. 1986, COOK et al. 1991, TAUSKELA et al. 2000).  
Weiterhin wurden vergleichend die in vivo-Fluoreszenzfarbstoffe Fluorescein, Fluorescein-
Diacetat, 5-Carboxyfluorescein-Diacetat, MitoTracker Orange und CellTracker Orange der 
Firma Invitrogen ausgewählt. Sie verfügen entweder über denselben Molekülkörper, über 
dieselbe oder andere funktionelle Gruppen, sind geladene Moleküle oder im Gegensatz zum 
CellTracker Green unabhängig von einer Spaltung durch zelluläre Esterasen. Obwohl die 
verschiedenen Farbstoffe vom Hersteller teilweise als hochspezifisch deklariert werden, sind 
viele Fragen bezüglich der Zellselektivität der Farbstoffe, der Aufnahme in die Zellen, der 
Molekülspezifität und zellulärer Transportsysteme offen. 
Eine weitere Möglichkeit, die Spezifität und die Eignung des Celltrackers Green für den 
Nachweis von Glutathion zu überprüfen, liegt in der Senkung des GSH-Gehaltes und 
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anschließender Anfärbung und Beurteilung des Farbverteilungsmusters. Der GSH-Gehalt 
wurde hierfür mit Ethacrynsäure (ES) oder mit Diethylmaleat (DEM) gesenkt. 
Zur Ergänzung der bisherigen Daten bezüglich des Transfers von Glutathion werden 
Versuche zur Temperaturabhängigkeit dieser Transportprozesse durchgeführt. Es soll 
geklärt werden, ob die veränderten Farbverteilungsmuster nach Einwirken von oxidativem 
Stress aus biochemischen Umsätzen und enzymatischen Reaktionen resultieren oder eher 
das Ergebnis physikalischer Vorgänge sind. Dazu werden Versuche bei einer Temperatur 
von 4° Celsius durchgeführt.  
Ziel dieser Arbeit ist es, über einen Vergleich des Gewebeverteilungsmusters verschiedener 
Vitalfarbstoffe die bisherigen Erkenntnisse über die Spezifitäten der Farbstoffe zu erweitern 
und weitere Aussagen über die GSH-Verteilung und den GSH-Transfer im intakten retinalen 
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3 Tiere, Material und Methoden 
 
3.1 Material und Retinapräparation 
3.1.1 Tierisches Material 
Herkunft des tierischen Materials 
Die Untersuchungen erfolgten an Netzhäuten von Meerschweinchen. Die Tiere stammen aus 
dem Tierstall des zentralen Medizinisch-Experimentellen Zentrums der Medizinischen  
Fakultät Leipzig. Die Verwendung des tierischen Materials wurde vom Tierschutz-
beauftragten der Medizinischen Fakultät und vom Regierungspräsidium Leipzig genehmigt 
und entsprach den hierfür gültigen deutschen Gesetzen. Tötung und Organentnahme 
wurden nach den dafür vorgeschriebenen Verfahren durchgeführt. 
Für diese Arbeit wurden Tiere beiderlei Geschlechts mit einem Körpergewicht von 300-630g  
verwendet. Die Haltung erfolgte bei einem zwölfstündigen Tag-/Nachtrhythmus, die Augen 
waren bei Entnahme helladapiert. Insgesamt wurden für die Versuche 23 Tiere benötigt.  
 
Präparationstechnik  
Die Meerschweinchen wurden mit CO2 betäubt und getötet. Nach Verlust des Lidreflexes 
sowie Ausbleiben der Herzaktion erfolgte sofort die Enukleation der Augen. Ein Bulbus 
wurde in PBS-Lösung (Phosphat gepufferte Saline) bei Zimmertemperatur aufbewahrt. Das 
zweite Auge wurde hinter der Verwachsungslinie von Retina und Pigmentepithel vorsichtig 
mit einer Skalpellklinge inzisiert und mit Schere und Pinzette entlang der retinalen Peripherie 
komplett eröffnet. Der vordere Augenteil mit Hornhaut, Linse und Iris sowie der Glaskörper 
wurden verworfen.  
Für die Anfärbung muß die Netzhaut komplett frei von Glaskörpermaterial sein. Bei älteren 
Tieren ließ sich der Glaskörper schlecht oder gar nicht von der Retina lösen. Es wurde 
darauf geachtet, junge Tiere zu verwenden um Präparate zu gewinnen, bei denen der 
Glaskörper vollständig entfernt werden konnte.  
Der verbliebene Augenbecher mit Retina, Pigmentepithel, Choroidea und Sklera wurde in 
eine mit Extrazellulärlösung, EZL gefüllte Petrischale (Greiner, Frickenhausen, 60 x 15 mm) 
überführt. Die Zusammensetzung der EZL ist aus Tabelle 2 ersichtlich. In diesem Medium 
wurde mit Hilfe zweier Pinzetten vom Rand des Augenbechers aus unter der Retina in einer 
Richtung entlanggeschoben und diese somit vom retinalen Pigmentepithel getrennt. Die 
Retina wurde im letzten Schritt  mittels Schere und Pinzette in vier gleichgroße Stücke 
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3.1.2 Reagentien und Chemikalien 
Alle verwendeten Chemikalien sind in Tabelle 1 aufgeführt. Für die Experimente wurde eine 
Extrazellulärlösung hergestellt, die in ihrer Zusammensetzung dem Milieu des 
Extrazellulärraumes entspricht. Die Zusammensetzung ist aus Tabelle 2 ersichtlich. Der pH-
Wert wurde entsprechend auf 7,4 eingestellt. In sämtlichen Arbeitsschritten, von Präparation 
über Inkubation sowie Erstellen der Aufnahmen am Mikroskop, wurde mit Lösungen bei 
Zimmertemperatur gearbeitet.  
 
 
Tabelle 1: Verwendete Chemikalien 
Substanzname Symbol Herkunft 
Natriumchlorid NaCl Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim 
Kaliumchlorid KCl Carl Roth Gmbh & Co, Karlsruhe 
Magnesiumchlorid MgCl2 Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim 
HEPES HEPES Carl Roth GmbH & Co, Karlsruhe   
Calciumchlorid CaCl2 Merck KG, Darmstadt 
Glucose Glucose Carl Roth GmbH & Co, Karlsruhe 
TRIS(hydroxymethyl) 
Aminomethan 
TRIS-Base Merck KG, Darmstadt 
Salzsäure HCl Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim 
Tertiäres Butylhydroperoxid t-BHP Fluka Chemie, Buchs, Schweiz 
Ethacrynsäure ES Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim 
Diethylmaleat DEM Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim 
Dimethylsulfoxid DMSO Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim 




Tabelle 2: Standard-Extrazellulärlösung mit pH 7,4; Verwendung bei Zimmertemperatur 
Substanzname NaCl KCl MgCl2 HEPES CaCl2 Glucose 
Konzentration  mM  
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3.1.3 Farbstoffe und chemische Charakteristika 
Es wurden Fluoreszenzfarbstoffe der Firma Invitrogen, Karlsruhe, Deutschland (www. 
invitrogen.com) genutzt.  
Es wurden sechs Farbstoffe ausgewählt, deren Farbstoffverteilungsmuster untersucht 
werden sollte: CellTracker Green CMFDA, Fluorescein, Fluorescein-Diacetat, 5-
Carboxyfluorescein Diacetat, MitoTracker Orange CMTMRos und CellTracker Orange 
CMTMR. Zusätzliche Experimente wurden mit Monochlorobimane als Vergleichsfarbstoff 
durchgeführt.  
Einen Überblick über alle Farbstoffe und ihre Charakteristika gibt Tabelle 3. Die Reihenfolge 
in der Tabelle, die auch in der späteren Auswertung eingehalten wird, wurde nach der 
Ähnlichkeit der Farbstoffe in der Molekülstruktur zum Farbstoff CellTracker Green festgelegt. 
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Tabelle 3: Überblick über die verwendeten in vivo-Fluoreszenzfarbstoffe der Firma Invitrogen, Karlsruhe, 
Deutschland (www.invitrogen.com).  
 
*Der Klammertext bezeichnet die in dieser Arbeit verwendeten Abkürzungen der Farbstoffe. 
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3.2 Versuchsanordnung 
3.2.1 Senkung des Glutathion-Gehaltes 
Ethacrynsäure (ES) 
Ethacrynsäure senkt die Konzentration von freiem Glutathion in den Zellen durch Bindung an 
dessen Sulfhydrylgruppe. Somit steht das gebundene GSH-Molekül weder für eine 
Farbstoffbindung noch für die Prozesse im GSH-Stoffwechsel zur Verfügung. Es stand 
zuerst die Frage, wie sich das Farbverteilungsmuster  des Farbstoffs CellTracker Green mit 
und ohne Einwirkung von oxidativem Stress darstellt, wenn der freie Glutathion-Gehalt durch 
Vorbehandlung der Netzhautpräparate mit Ethacrynsäure gesenkt wird.  
Um oxidativen Stress zu induzieren, wurde tertiäres Butylhydroperoxid  (t-BHP) als 
organisches Peroxid verwendet. Für die t-BHP-Stammlösung wurden 100µl t-BHP (7,77 M) 
in 7ml A. bidest pipettiert. Dieses ergab eine 111mM Konzentration. Diese Stammlösung 
wurde für jeden Versuch frisch angesetzt.  
Alle Inkubationsschritte erfolgten in Petrischalen der Firma Greiner, Frickenhausen (60x15 
mm). 
Um die Vergleichbarkeit zu gewährleisten, wurde bei allen Versuchen mit einem 
standardisierten Versuchsaufbau und nach standardisiertem zeitlichen Ablauf gearbeitet. Der 
Versuchsaufbau für die Versuche mit Ethacrynsäure ist in Abbildung 4, der zeitliche Ablauf  
in Abbildung 5 schematisch dargestellt.  
Es wurden insgesamt 6 Netzhautstücke benötigt. Vier Präparate wurden mit ES 
vorbehandelt um den freien Glutathion-Gehalt zu senken. In diese Vorinkubationslösung 
wurden 10ml EZL, 480µl  A.bidest und 20µl  ES pipettiert. ES wurde in einer 200µM 
Endkonzentration eingesetzt. Aus diesem Pool gelangten zwei Netzhautstücke nach 20 und 
50 Minuten ohne t-BHP-Behandlung in die Farbstofflösung. Die verbliebenen zwei Präparate 
wurden in einem Zwischenschritt nach  20 bzw. 40 Minuten zusätzlich 20 Minuten in einer  
Lösung aus 10ml EZL und 500µl  t-BHP-Stammlösung inkubiert. Die Endkonzentration für t-
BHP lag bei 5,5mM. 
Zwei weitere Retinapräparate wurden als Kontrolle mitgeführt und in 10ml EZL, 480µl 
A.bidest und 20µl 50% Alkohol vorinkubiert. Der Anteil ES zur Vorinkubation der ersten vier 
Retinapräparate wurde in Alkohol gelöst, deshalb erfolgte auch in der Kontrolllösung die 
Zugabe einer entsprechenden Menge Alkohol. Die Kontrollpräparate wurden nach 10 bzw. 
70 Minuten in die Farbstofflösung überführt.  
Alle 6 Präparate wurden nach jeweiliger Vorbehandlung für 10 min in Farbstofflösung 
verbracht. Diese bestand aus 10ml EZL sowie eine für den Farbstoff gebräuchliche Menge 
Farbstofflösung. Auch die Farbstofflösung wurde für jeden Versuch neu angesetzt. Für die 
mit t-BHP vorbehandelten Netzhautstücke, für die ausschließlich in ES inkubierten Präparate  
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sowie für die mitgeführten Kontrollstücke wurden für den Färbevorgang getrennte 
Petrischalen verwendet. 
Anschließend wurden die Retinapräparate in eine Spezialkammer aus Plexiglas zur 
Untersuchung unter dem Lasermikroskop (Laser scanning microscope, LSM) überführt. 
Dabei wurde das Netzhautstück mit einer Pasteurpipette vorsichtig in die mit 2 ml EZL 
vorbereitete, farbstofffreie Kammer überführt und mit Hilfe zweier Pinzetten vorsichtig plan 
ausgerichtet. Die Ganglienzellschicht kam dabei oben zu liegen. Das Präparat wurde mit 




Dietylmaleat senkt in gleicher Weise die Konzentration von freiem Glutathion wie 
Ethacrynsäure. Die Versuche wurden mit gleicher Fragestellung durchgeführt. Es wurde 
ebenfalls der Farbstoff CellTracker Green verwendet. 
Das Protokoll der Versuchsreihe mit DEM entspricht dem der Versuchsreihe mit 
Ethacrynsäure. Das gilt sowohl für den Versuchsaufbau (Abbildung 4) wie für die zeitliche 
Durchführung (Abbildung 5).  
Ausschließlich die Vorinkubationslösungen unterschieden sich. Hier wurden für die 
Vorinkubation in DEM-Lösung 10ml EZL, 470µl A. bidest und 30µl DEM pipettiert. DEM kam  
in einer 300µM Endkonzentration zum Einsatz. Für die entsprechenden Kontroll-
Netzhautstücke wurde dementsprechend eine Vorinkubationslösung aus 10ml EZL und 
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Abbildung 4: Versuchsaufbau und Zusammensetzung der Inkubationslösungen für die Versuche mit 
Ethacrynsäure oder Diethylmaleat. 
Von sechs Retinapräparaten wurden vier zur Senkung des GSH-Gehaltes in ES- oder DEM-Lösung vorinkubiert. 
Zwei der Präparate wurden anschließend zusätzlich in 5,5mM t-BHP-Lösung inkubiert. Zwei weitere Präparate 
wurden als Kontrolle und Nachkontrolle in einer Kontrolllösung vorinkubiert. Anschließend wurden alle Präparate, 
getrennt nach Vorbehandlung, farbinkubiert. Alle Präparate wurden in die LSM-Untersuchungskammer überführt 
und unter dem LSM betrachtet. Die Untersuchungskammer wurde für jedes Präparat neu vorbereitet.  
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Abbildung 5: Zeitlicher Ablauf  und Reihenfolge der Inkubationsschritte für die Versuche mit Ethacrynsäure und 
Diethylmaleat. 
Aus diesem Schema sind die Inkubationszeiten zu entnehmen. Es zeigt die parallel durchgeführten 
Inkubationsschritte aller sechs Präparate bis zur Untersuchung am LSM.   
 
 
3.2.2 Temperaturabhängigkeit der Farbstoffaufnahme und -verteilung 
Die Versuche bei 4 Grad Celsius wurden durchgeführt, um die Temperaturabhängigkeit der 
Transferprozesse bei Einwirken von oxidativem Stress zu untersuchen. Für diese Versuche 
wurden alle eingesetzten Reagentien bis zu ihrer Verwendung bei 4°C gekühlt,  alle 
Inkubationsschritte erfolgten bei 4°C. 
Auch hier wurde nach einem Standard-Protokoll gearbeitet. Der Versuchsaufbau und die 
Zusammensetzung der Inkubationslösungen sind Abbildung 6, der zeitliche Ablauf ist 
Abbildung 7 zu entnehmen.  
Es wurden vier Netzhautstücke verwendet. Zwei Präparate wurden 20 bzw. 30 Minuten in 
Stressor-Lösung vorinkubiert, die 10ml EZL und 500µl t-BHP-Stammlösung enthielt. Zwei 
weitere wurden 10 bzw. 40 Minuten in Kontrolllösung, die 10ml EZL und 500µl A.bidest 
enthielt, vorinkubiert. Anschließend wurden alle Präparate für 10 Minuten in die 
Farbstofflösung überführt. Nach weiteren 10 Minuten wurden die Präparate in die 
farbstofffreie LSM-Untersuchungskammer, die 2ml EZL enthielt, verbracht und anschließend 
Aufnahmen am LSM erstellt.  
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3.2.3 Farbstoffversuche - Farbstoffverteilung mit und ohne Stressor 
Zur Untersuchung des Färbeverhaltens der Netzhaut im Hinblick auf Glutathion wurde mit 
dem Versuchsaufbau nach Abbildung 6 und nach standardisiertem zeitlichen Ablauf nach 
Abbildung 7 gearbeitet. Beides kam für die Untersuchung aller Farbstoffe zur Anwendung. 
Als Stressor wurde t-BHP, wie in 3.2.1 beschrieben, verwendet. 
Die Netzhautstücke wurden in immer gleicher Reihenfolge vorinkubiert, gefärbt und am LSM 
betrachtet.  
Es wurden vier Netzhautstücke benötigt. Zwei der Netzhautstücke wurden dem Stressor 
ausgesetzt. Sie wurden dazu in 10ml EZL und 500µl t-BHP-Stammlösung 20 bzw. 30 
Minuten vorinkubiert. Die Endkonzentration für t-BHP lag bei 5,5mM. Die zwei verbliebenen 
Netzhautpräparate wurden als Kontrolle mitgeführt. Diese wurden parallel in 10ml EZL und 
500µl A. bidest 10 bzw. 40 Minuten vorinkubiert. Nach dieser Vorbehandlung wurden die 
Netzhautstücke in Farbstofflösung überführt. Die in BHP-Lösung vorinkubierten Präparate 
und die Kontrollpräparate wurden in separaten Petrischalen gefärbt. In diesen befanden sich 
wiederum 10ml EZL sowie eine für jeden Farbstoff gebräuchliche Menge Farbstofflösung. 
Die Inkubationszeit in Farbstofflösung betrug für alle Präparate 10 Minuten.  
Anschließend wurden die Netzhautpräparate, wie in Abschnitt 3.2.1 beschrieben, in die LSM-
Untersuchungskammer überführt und unter dem LSM betrachtet. 
Nach ca. 60 Minuten wurde das zweite Auge unverzüglich ebenso präpariert und nach 
gleichem Protokoll inkubiert und untersucht. Es zeigte sich, dass im Ergebnis keine 
signifikanten Unterschiede zwischen dem ersten und zweiten untersuchten Auge auftraten. 
Auch nach ca. 2 Stunden entsprach die Nachkontrolle des zweiten Auges den Werten eines 
Kontrollbildes. Aus diesem Grund wurden die Daten des zweiten Auges gleichwertig in die 
spätere Auswertung einbezogen. 
Alle Versuche sind strikt nach oben beschriebenem Versuchsaufbau und zeitlichem Ablauf 
durchgeführt worden. Dies war für die absolute Vergleichbarkeit der Experimente mittels 
eines Farbstoffes sowie der Farbstoffe untereinander von hoher Relevanz. Die 
Farbinkubationszeiten wurden so lang gewählt, dass maximale Farbintensität erreicht wurde. 
So wurden Aufnahmen eines steady-state erstellt. 
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Abbildung 6: Versuchsaufbau und Zusammensetzung der Inkubationslösungen für die Versuche zur 
Farbstoffverteilung und zur Temperaturabhängigkeit. 
Jeweils zwei Retinapräparate wurden in 5,5mM t-BHP-Stressorlösung bzw. in Kontrolllösung inkubiert. 
Anschließend wurden die Präparate, getrennt nach Vorbehandlung, farbinkubiert. Alle Präparate wurden in die 
LSM-Untersuchungskammer überführt und unter dem LSM betrachtet. Die Untersuchungskammer wurde für 
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Abbildung 7: Zeitlicher Ablauf und Reihenfolge der Inkubationsschritte für die Versuche zur Farbstoffverteilung 
und zur Temperaturabhängigkeit. 
Aus diesem Schema sind die Inkubationszeiten zu entnehmen. Es zeigt die parallel durchgeführten 
Inkubationsschritte aller vier Präparate bis zur Untersuchung am LSM.   
 
 
3.3 Aufnahmen mit dem Laserscanning - Mikroskop 
Die Bilder wurden mit dem Laserscanning-Mikroskop (LSM 510 Meta, Carl Zeiss, Jena, 
Deutschland) aufgenommen. Mit Hilfe der konfokalen Mikroskopie kann eine 
zweidimensionale Objektformation aus einer definierten Fokusebene betrachtet werden. Die 
Ausblendung von Informationen, die ober- und unterhalb dieser Objetktebene liegen wird 
mittels einstellbaren pinholes (Blende) realisiert. Die anregenden Laserstrahlen werden 
durch Filtersysteme (Langpass, LP) des konfokalen Mikroskops von den Emissionen 
getrennt. Die pixelweise Detektion der Fluoreszenzstrahlung erfolgt über einen 
Photomultiplier (Detektor und Verstärker). Durch Computereinstellungen (gain) kann dieses 
Signal weiter verstärkt werden. Es erfolgt die Digitalisierung der elektrischen Signale, es 
entsteht ein entsprechendes zweidimensionales Bild auf dem Bildschirm.  
Die Farbstoffe wurden mit den für sie spezifischen Wellenlängen angeregt. In der 
Laserscanning-Mikroskopie wurden ein Argon-Laser (488nm), ein Helium-Neon-Laser 
(543nm) und ein Helium-Neon-Laser (633nm) verwendet. Über die farbstoffspezifischen 
Parameter gibt Tabelle 3 Aufschluß.   
Bilder der mit dem Farbstoff Monochlorobimane gefärbten Präparate wurden mit dem Zwei-
Photonenlaser aufgenommen. 
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Die Netzhautpräparate wurden mit einem 40er Wasserimmersionsobjektiv betrachtet. Dazu 
wurden sie, fixiert in einer Spezialkammer, unter dem Objektiv ausgerichtet und die gesuchte 
Retinaebene zunächst mittels konventionellem Lichtmikroskopmodus eingestellt. Es wurde 
darauf geachtet, dass die innere Schicht der Retina oben zu liegen kam und das 
Netzhautstück plan in der Kammer fixiert war. Dann wurde zunächst im Durchlicht fokussiert. 
Im Fluoreszenzmodus kann dann mittels Feinregulierung die Ebene exakt eingestellt und am 
Bildschirm betrachtet werden. Die Farbcodierung im Fluoreszenzmodus ist über die 
Mikroskopsoftware frei wählbar. Es wurde allen Farbstoffen die Darstellung in grüner Farbe 
zugeordnet. Alle angefärbten Strukturen erscheinen grün.  
Die Einstellung der Blende, der Filter und der Verstärkung wurde bei allen Experimenten 
innerhalb eines Farbstoffes unverändert gehalten. Nur so kann bei der späteren Auswertung 
die qualitative und quantitative Vergleichbarkeit des Farbverteilungsmusters gewährleistet 
werden. Die Verstärkung musste, jedem Farbstoff entsprechend, anhand eines Kontrollbildes 
festgelegt werden (+/- 50 Einheiten zur Bildoptimierung). Die Einstellung aller Aufnahme-
parameter wurde von vorhergehenden Experimenten mit demselben Farbstoff mit Hilfe der 
„Re-Use-Funktion“ übernommen.     
Von einem Retinapräparat wurden jeweils 2-8 Bilder von repräsentativen, möglichst planen 
Bildausschnitten aus der Ganglienzell- und/ oder Nervenfaserschicht aufgenommen. 
 
3.3.1 Zellstrukturen in LSM-Aufnahmen 
Abbildung 8 erklärt anhand von Kontrollbildern des Farbstoffes Celltracker Green die  in 
dieser Arbeit relevanten Zellstrukturen. Es wurden Müllerzellen (MC), Ganglienzellen (GC), 
Nervenfasern (NF) und die Mikroglia (MG) der Netzhaut untersucht. Müllerzellen stellen sich 
im Kontrollbild als angefärbte Strukturen grün dar. Ganglienzellen und Nerverfasern sind 
nicht angefärbt und stellen sich schwarz dar. Auch Mikroglia ist in Kontrollbildern nicht 
angefärbt.  
Die verschiedenen zellulären Strukturen befinden sich entsprechend der Schichtung der 
Netzhaut in unterschiedlichen Ebenen. Dies spielt besonders bei Aufnahmen aus zentralen 
Bereichen eine Rolle, da die Netzhaut hier dicker ist als in der Peripherie. Obwohl mit dem 
konfokalen Mikroskop gerade hier die Strukturen einer Ebene dargestellt werden können 
(Abbildung 8 A und B), zeigen einige Abbildungen mehrere Schichten der Netzhaut 
(Abbildung 8 C). Dieses kommt durch einen schrägen optischen Schnitt zustande, die 
Netzhaut liegt nicht ganz plan unter dem Objektiv. Auf solchen Bildern werden die 
Strukturunterschiede der verschiedenen Zellformen in den einzelnen Schichten deutlich. Um 
das Verständnis solcher Bilder zu erleichtern, ist in Abbildung 8 D ein Vertikalschnitt durch 
die Retina dargestellt. 
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Abbildung  8 A-D:  Aufnahmen aus verschiedenen Ebenen der Netzhaut, in vivo-Fluoreszenzfärbung eines 
Kontrollpräparates mit CellTracker Green. 
In Abbildung A ist ausschließlich die Ganglienzellschicht (GCL) horizontal abgebildet, Ganglienzellen (GC) stellen 
sich schwarz, Müllerzellen (MC) grün dar. Abbildung B zeigt eine horizontale Ansicht der Nervenfaserschicht 
(NFL), in der die Nervenfasern (NF) besonders gut darstellbar sind. Nervenfasern (NF) stellen sich schwarz, 
Müllerzellen (MC) grün dar. Abbildung C zeigt einen Schrägschnitt, in dem die Strukturunterschiede vor allem der 
Müller- und Ganglienzellen in den verschiedenen Schichten sichtbar werden. Ergänzend dazu ist in Abbildung D 
ein Vertikalschnitt dargestellt. 
 
Um für die quantitative Auswertung realitätsnahe Ergebnisse zu erhalten, konnten teilweise 
Aufnahmen unterschiedlicher Ebenen erstellt werden. So lässt sich eine aussagekräftige 
Quantifizierung von z.B. Ganglienzellen am besten erreichen, indem eine Aufnahme der 
Ganglienzellschicht gelingt und die Ganglienzellen somit möglichst mittig geschnitten werden 
(Abbildung 8 A). Gleiches gilt für die Nervenfasern in der höher liegenden Nervenfaser-
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schicht (Abbildung 8 B). Müllerzellen lassen sich ebenfalls gut in der Ganglienzellschicht und 
der Nervenfaserschicht darstellen (Abbildung 8 A und B). Mikroglia ist, hier nicht angefärbt, 
in der Nervenfaserschicht und in der Inneren plexiformen Schicht nachzuweisen.  
 
3.3.2 Aufnahmen im Fluoreszens- und Reflexionsmodus 
Um einzelne Zelltypen noch besser verifizieren zu können ist es möglich, Aufnahmen im 
Fluoreszenz- sowie im Reflexionsmodus zu erhalten. Im Reflexionsmodus wird das Gewebe 
ohne Farbstoff mit Laserlicht von 543 nm bestrahlt. Das Licht wird vom Gewebe 
zurückgeworfen und mittels Langpassfilter von 385 nm gefiltert. Organellenreiche Strukturen 
wie Ganglienzellen reflektieren dabei gut und sind farblich sichtbar, Müllerzellen erscheinen 
schwarz. Der Reflexionsmodus ist hier rot dargestellt.  
Für alle Versuche wurden Aufnahmen im Fluoreszenz- und Reflexionsmodus erstellt um die 
verschiedenen Zellstrukturen deutlich sichtbar zu machen und für die Auswertung 
Abbildungen auswählen zu können, in denen diese eindeutig zuzuordnen sind. Für die 
Darstellung der Ergebnisse werden später ausschließlich die Aufnahmen im 
Fluoreszenzmodus gezeigt. Die Abbildungen 9 A-C zeigen exemplarisch die Aufnahmen 
eines Präparates im Fluoreszenz- und Reflexionsmodus.  
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Abbildung 9 A-C: Darstellung der Meerschweinchenretina im Fluoreszenz- und Reflexionsmodus unter 
Kontrollbedingungen, in vivo-Fluoreszenzfärbung mit CellTracker Green. 
Die Aufnahmen erstrecken sich über drei Schichten der Netzhaut. Links sind Bereiche der Inneren plexiformen 
Schicht (IPL) erkennbar, nach rechts folgen die Ganglienzellschicht (GCL) und die Nervenfaserschicht (NFL).  
In Abbildung A ist der Fluoreszenzmodus dargestellt. Der Farbstoff befindet sich hauptsächlich in den 
Müllerzellen (MC), die Ganglienzellen (GC) und Nervenfasern (NF) umgeben. Ganglienzellen und Nervenfasern 
sind kaum angefärbt. Im Reflexionsmodus in Abbildung B reflektieren vor allem Ganglienzellen (GC) und 
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3.4 Statistische Auswertung 
Unter Verwendung eines Analyseprogramms (LSM-Examiner-Software, Zeiss) können 
relative Farbintensitäten gemessen werden. Die relative Intensität entspricht der 
Grauwertabstufung in 8-Bit-Aufnahmen. Im Hinblick darauf wurden in dieser Arbeit die 
Müller-Zellen (MC), Ganglienzellen (GC), Nervenfasern (NF) sowie die Mikroglia (MG) 
betrachtet. Bei jeweiliger Markierung einer Struktur, wie in Abbildung 10 anhand zweier 
Retinaareale gezeigt, erhält man durch die Software eine Intensitätsangabe. Markierungen 
wurden ausschließlich um exakt in der Fokusebene liegende Strukturen gelegt. Die 
Intensitätsangabe wurde in das Statistikprogramm GraphPadPrism, Graph Pad Software 
Inc., San Diego, USA übertragen. Im Ergebnis entstand für jedes Retinapräparat eine 
zugehörige Tabelle.  
 
 
Abbildung 10: Markierung der zu messenden Zellstrukturen in zwei Retinaarealen unter Verwendung des 
Analyseprogramms des LSM; Kontrollfärbung mit CellTracker Green. 
Abbildung A: Hauptfokusebene ist die Ganglienzellschicht (GCL), in der Ganglienzellen (GC, nicht gefärbt = 
schwarz) und Müllerzellen (MC, angefärbt = grün) für die Auswertung markiert sind.  
Abbildung B: Hauptfokusebene ist die Nervenfaserschicht (NFL), hier ist die Markierung von Nervenfasern (NF, 
ungefärbt = schwarz) und Müllerzellen (MC, gefärbt = grün) sowie einiger Ganglienzellen (GC, ungefärbt = 
schwarz) dargestellt.   
gelb = Ganglienzellen (GC), blau = Nervenfasern (NF), orange = Müllerzellen (MC) 
 
Die statistische Analyse und die zugehörigen Graphiken wurden mittels Prism Software 
erstellt. Aus den gemessenen relativen Farbintensitäten der MC, GC, NF und MG eines 
Retinaareals wurde jeweils der Mittelwert berechnet. In dieser Weise wurde mit jedem der 2-
8 untersuchten Areale eines Netzhautpräparates verfahren, es ergaben sich 2-8 Mittelwerte 
der vier gemessenen Zelltypen. Alle Mittelwerte einer Zellstruktur der Retinaareale aller 
Experimente mit einem Farbstoff wurden zusammengefasst und in Form einer Säule im 
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Säulendiagramm abgebildet. Zu jedem Farbstoff wurden 4-8 Experimente (ein Experiment = 
ein Auge) durchgeführt. Tabelle 4 verdeutlicht die Bearbeitung der Daten anhand eines 
Beispiels. Aus einem Retinapräparat wurden 3-5 Retinaareale ausgewertet. Aus den Werten 
jedes Retinaareals wurde ein Mittelwert, MW, gebildet. Die Mittelwerte aller Retinaareale 
aller Retinapräparate der vier Experimente mit einem Farbstoff wurden zusammengefasst. 
So ergaben sich die Werte für die relativen Intensitäten der MC, GC, NF und MG.  
  
 






            1 Auge 1 1 MW 
  2 MW 
  3 MW 
  4 MW 
2 Auge 2 1 MW 
  2 MW 
  3 MW 
  4 MW 
  5 MW 
3 Auge 3 1 MW 
  2 MW 
  3 MW 
  4 MW 
4 Auge 4 1 MW 
  2 MW 
  3 MW 
 
   
Da zwischen den 20 und den 30 Minuten in t-BHP-Lösung inkubierten Netzhautpräparaten in 
allen Experimenten keine signifikanten Unterschiede auszumachen waren, wurden diese 
Ergebnisse zusammengefasst. Für alle Mittelwerte wurde die Standardabweichung 
berechnet. Die statistische Signifikanz wurde mittels Mann-Whitney-U-Test aus den 
Mittelwerten der Einzelaufnahmen Kontrolle gegen die Mittelwerte der Einzelaufnahmen 
oxidativer Stress errechnet. Die Unterschiede waren statistisch signifikant, wenn der p-Wert 
kleiner als 0,05 war.  
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Es wurde jeweils ein Säulendiagramm für jeden Farbstoff erstellt. In Abbildung 11 ist 
beispielhaft das Intensitätsdiagramm des Farbstoffes CellTracker Green abgebildet. Jeder 
Zellstruktur wurde eine Farbe zugeordnet. Die dunkleren Balken stellen jeweils die 
Ergebnisse der Kontroll- und der Nachkontrollbilder dar, die helleren Balken die Ergebnisse 
der Stresspräparate. So werden die Veränderungen in Farbstoffverteilung und relativer 























































































Abbildung 11: Darstellung der Farbstoffverteilung unter physiologischen Bedingungen und nach Einwirken von 
oxidativem Stress, Färbung mit CellTracker Green. 
Müllerzellen=rot, Ganglienzellen=gelb, Nervenfasern=blau, Mikroglia=grün 

















In dieser Arbeit wurde erstmalig das Farbverteilungsmuster ausgewählter Fluoreszenz-
farbstoffe in akut isolierten Retinapräparaten von Meerschweinchen (ex vivo) untersucht.  
Über den Vergleich der Farbstoffe soll vor allem die Spezifität des Farbstoffes CellTracker 
Green für Glutathion überprüft werden. Von einer möglichen Umverteilung von Glutathion 
unter oxidativem Stress ausgehend, wurden Kontrollpräparate verglichen mit Präparaten, die 
dem Stressor t-BHP ausgesetzt waren. Es wurden die Verteilung der Fluoreszenzfarbstoffe 
zwischen den zellulären Komponenten der Retina sowie die Intensität der Färbung 
untersucht. 
 
4.1 Färbung mit CellTracker Green 
Abbildungen 12 und 13: 
In Abbildung 12 sind die Ergebnisse der Färbung mit Celltracker Green gezeigt. Für diesen 
und alle weiteren Farbstoffversuche ab 4.2 werden die Ergebnisse in drei Bildern präsentiert. 
Die Abbildung A zeigt das Ergebnis der Färbung des Kontrollpräparates. Es wird im 
Folgenden als Kontrolle bezeichnet. Abbildung B zeigt das Präparat, das dem Stressor t-
BHP ausgesetzt war. Es wird als oxidativer Stress bezeichnet. Abbildung C zeigt das Bild 
einer Nachkontrolle und wird als solche bezeichnet. Aufnahmen, die zusätzlich gezeigt 
werden, werden explizit beschrieben. 
Die Abbildung 12 A zeigt das typische Färbeverhalten der Zellen der Netzhaut unter 
Kontrollbedingungen, also das Grundmuster der Fluoreszenzfärbung mit CellTracker Green.  
Die Ganglienzellen stellen sich im Fluoreszenzmodus nahezu schwarz dar. Ebenso sind die 
Nervenfasern nur minimal angefärbt, die Mikroglia ist unter Kontrollbedingungen gar nicht zu 
identifizieren. Die Müllerzellen hingegen imponieren durch kräftige Fluoreszenzfärbung, je 
nach Fokusebene in etwas variierender Struktur.  
Die Abbildung 12 B zeigt das Farbverteilungsmuster nach Einwirkung von 5,5mM t-BHP-
Lösung. Es unterscheidet sich deutlich vom Kontrollpräparat. Während unter 
Kontrollbedingungen nur die Müllerzellen eine intensive Fluoreszenzfärbung annehmen, sind 
diese jetzt kaum angefärbt. Stark gefärbt sind hingegen die Ganglienzellen und die 
Nervenfasern. Die Mikroglia, die unter Kontrollbedingungen nicht fluoresziert, ist nach 
Einwirken von oxidativem Stress sehr stark angefärbt. Das Farbverteilungsmuster nach 
Einwirkung des Stressors t-BHP kann im Hinblick auf Müllerzellen, Ganglienzellen, 
Nervenfasern und Mikroglia nahezu als Negativ des Farbverteilungsmusters unter 
Kontrollbedingungen betrachtet werden.  
Die Abbildung 12 C zeigt die mitgeführte Nachkontrolle. Das Bild entspricht einem regulären 
Kontrollbild. Ausschließlich die Müllerzellen weisen eine intensive Färbung auf.   
Ergebnisse 
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Für den CellTracker Green gilt, dass  innerhalb der vier ausgewerteten Zellstrukturen jeweils 
100% in der beschriebenen Weise reagieren.      
Die Abbildung 13 zeigt das Intensitätsdiagramm, in dem alle Experimente mit dem Farbstoff 
CellTracker Green zusammengefasst sind. Aus Kontroll-, oxidativem Stress-, und Nach-
kontrollpräparaten werden die Farbintensitäten der Müllerzellen, Ganglienzellen, Nerven-
fasern und Mikroglia  verglichen.  
Im Diagramm werden die Abnahme der Farbintensität der Müllerzellen und die Zunahme in 
allen anderen Strukturen unter oxidativem Stress deutlich. Die Werte der Müllerzellen fallen 
im Vergleich zu den Kontrollwerten signifikant von einer relativen Intensität von 103±29 
Einheiten auf 32±11 Einheiten unter oxidativem Stress, eine Abnahme um 69%. Die 
Ganglienzellen nehmen hingegen in ihrer Intensität von 16±6 auf 83±27 Einheiten, also um 
419% signifikant zu. Die Werte der Nervenfasern steigen ebenfalls signifikant von 28±5 auf 
69±27 Einheiten, eine Zunahme unter oxidativem Stress um 146%. Die Farbintensität der in 
Kontrollpräparaten nicht zu identifizierenden Mikroglia steigt unter oxidativem Stress 
signifikant auf 195±58 Einheiten, also um 195%. 
Die Nachkontrollwerte der Müllerzellen entsprechen nicht genau den Kontrollwerten, sondern 
fallen um wenige Einheiten. Hierbei handelt es sich um den physiologischen Rückgang von 
Glutathion nach 40 Minuten (leichter oxidativer Stress nach Ischämie). Der Unterschied zu 
dem in 5,5mM t-BHP-Lösung inkubierten Präparat ist jedoch hochsignifikant.   
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Abbildung 12 A-C: In vivo Fluoreszenzfärbung 
mit CellTracker Green.
Abb. 14 A Kontrolle
Abb. 14 B Oxidativer Stress (5,5mM t-BHP)
Abb. 14 C Nachkontrolle 
Müllerzellen (MC), Ganglienzellen (GC), Nerven-






Abbildung 13: Farbstoffverteilung in der Kontrollretina und nach oxidativem Stress, CellTracker Green. 
Signifikanz der Farbintensitätsdifferenz: (●) p<0,05, (●●) p< 0,01, (●●●) p< 0,001 
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4.1.1 Der Einfluß von Ethacrynsäure und Diethylmaleat auf die Anfärbbarkeit 
Ethacrynsäure und Diethylmaleat senken den Gehalt an Glutathion im Gewebe. Wenn der 
Farbstoff CellTracker Green spezifisch das Molekül Glutathion anfärbt, müsste die 
Anfärbbarkeit der Präparate abnehmen.  
 
Ethacrynsäure (ES) 
Abbildung 14 : 
Das Farbverteilungsmuster der Kontrolle (Abbildung 14 A) und der Nachkontrolle (Abbildung 
14 B) entspricht einer Färbung mit CellTracker Green, siehe 4.1. 
Bei den in ES (Abbildung 14 D) und den in ES und t-BHP (Abbildung 14 F) inkubierten 
Präparaten musste im Unterschied zu den regulären Experimenten mit dem Farbstoff 
CellTracker Green die visuelle Verstärkung um ca. 30%  höher gewählt werden, um 
aussagefähige Aufnahmen erstellen zu können. Im Vergleich wurde jeweils von demselben 
Netzhautausschnitt eine Aufnahme bei regulärer Verstärkung erstellt. In diesen Abbildungen 
(14 C und E) sind kaum angefärbte Strukturen erkennbar.  
Zwischen den ES-Präparaten (Abbildung 14 D) und den ES/t-BHP-Präparaten (Abbildung 14 
F) zeigen sich keine Unterschiede in Farbintensität und –verteilung. Beide weisen ein 
typisches Stressmuster in ihrer Färbung auf. Die Ganglienzellen sind kräftig angefärbt, 
ebenso die Nervenfasern. Die Müllerzellen hingegen zeigen eine nur schwache 




Die mit Diethylmaleat behandelten Netzhautpräparate zeigen ein ähnliches Färbemuster wie 
die mit Ethacrynsäure behandelten Präparate. Auch bei diesen Versuchen musste die 
visuelle Verstärkung um ca. 30% erhöht werden, um die Anfärbung adäquat sichtbar zu 
machen. Abbildung 15 C zeigt ein DEM-Präparat bei regulärer Verstärkung, Abbildung 15 D 
nach höher gewählter Verstärkung. Abbildung 15 E und F zeigen dasselbe für das DEM/t-
BHP-Präparat. 
Im Unterschied zu den ES-Präparaten fällt hier jedoch kräftig angefärbte Mikroglia in beiden 
mit DEM behandelten Präparaten auf.  
 
Bei den Versuchen mit Etacrynsäure und Diethylmaleat wurde auf die Erstellung eines 
Intensitätsdiagrammes verzichtet, da durch die höher gewählte visuelle Verstärkung kein 
Vergleich mit allen weiteren Farbstoffversuchen möglich ist.  
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Abbildung 14: In vivo Fluoreszenzfärbung mit CellTracker Green unter Zusatz von 
Ethacrynsäure bzw. Ethacrynsäure und t-BHP. 
Abb. A Kontrolle 
Abb. B Nachkontrolle 
Abb. C ES-Präparat bei regulärer Verstärkung 
Abb. D ES-Präparat bei 30% höherer visueller Verstärkung am LSM 
Abb. E ES/t-BHP-Präparat bei regulärer Verstärkung 
Abb. F ES/t-BHP-Präparat bei 30% höherer visueller Verstärkung am LSM 
Müllerzellen (MC), Ganglienzellen (GC), Nervenfasern (NF) 
Ergebnisse 
 










Abbildung 15: In vivo Fluoreszenzfärbung mit CellTracker Green unter Zusatz von 
Diethylmaleat bzw. Diethylmaleat und t-BHP. 
Abb. A Kontrolle 
Abb. B Nachkontrolle 
Abb. C DEM-Präparat bei regulärer Verstärkung 
Abb. D DEM-Präparat bei 30% höherer visueller Verstärkung am LSM 
Abb. E DEM/t-BHP-Präparat bei regulärer Verstärkung 
Abb. F DEM/t-BHP-Präparat bei 30% höherer visueller Verstärkung am LSM 
Müllerzellen (MC), Ganglienzellen (GC), Nervenfasern (NF), Mikroglia (MG)
Ergebnisse 
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4.1.2 Untersuchung des Färbeverhaltens in Abhängigkeit von der Temperatur 
Abbildung 16: 
Diese Versuche wurden bei einer Temperatur von 4° C elsius durchgeführt. Trotzdem die 
Konzentration des Farbstoffes wie auch die Dauer der Färbung im Vergleich zu den 
Versuchen bei Raumtemperatur beibehalten wurden, sind die Zellstrukturen sehr viel 
schlechter anfärbbar. Um aussagekräftige Aufnahmen zu erreichen, musste die visuelle 
Verstärkung am LSM von 600 auf 731, also um ca. 20% erhöht werden.  
In der Abbildung ist zu erkennen, dass im Vergleich zu den bei Zimmertemperatur 
inkubierten Präparaten das Gewebe insgesamt aufgelockerter wirkt. Die sonst fast runden 
Ganglienzellen sind unregelmäßig ausgebuchtet. Im Kontrollbild (Abbildung 16 A) entspricht 
das Farbverteilungsmuster dem bei Zimmertemperatur. Die MC sind intensiv angefärbt, GC 
und MG sind nicht gefärbt, die NF sind minimal angefärbt. Gleiches lässt sich für die 
Nachkontrolle feststellen (Abbildung 16 C).  
Unter Einwirkung des Stressors (Abbildung 16 B) verändert sich dieses Muster nur 
geringfügig. Einige Ganglienzellen zeigen jetzt eine schwache Färbung, andere bleiben 
hingegen dunkel. Die MC bleiben intensiv fluoreszent, NF sind geringfügig angefärbt, 
Mikroglia ist nicht angefärbt. 
Auch für die Versuche bei 4° Celsius wurde kein Int ensitätsdiagramm erstellt, da die 
Vergleichbarkeit mit den CT Green-Standardversuchen durch die höher gewählte visuelle 











Abbildung 16 A-C: In vivo Fluoreszenzfärbung 
mit CellTracker Green, 4 Celsius; visuelle Ver-
stärkung am LSM für alle Bilder ca. 20%  
Abb. A Kontrolle
Abb. B Oxidativer Stress
Abb. C Nachkontrolle
Müllerzellen (MC), Ganglienzellen (GC), Nerven-
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4.2 Färbung mit Fluorescein 
Abbildungen 17 und 18: 
Die GC stellen sich im Kontrollpräparat (Abbildung 17 A) nicht homogen dar. Die Zellkerne 
sind nahezu ungefärbt, Fluorescein färbt jedoch das Zellplasma geringfügig an. Für die 
Auswertung wurden die Werte der gesamten Zelle gemessen, da der Unterschied in der 
Fluoreszenz gering ist. Die NF sind schwach gefärbt, MC stellen sich stark fluoreszent dar. 
Die Stressor-inkubierten Präparate (Abbildung 17 B) sind davon deutlich abweichend. 
Angefärbt erscheinen jetzt die GC, auch die NF sind stärker angefärbt als im 
Kontrollpräparat. Die MC verlieren deutlich an Farbintensität und erscheinen nahezu 
ungefärbt. MG war in einer Aufnahme eines Stressor-inkubierten Präparates nachweisbar 
und stark angefärbt, in Kontrolle und Nachkontrolle fand sich keine angefärbte MG.  
Die in Stressor-Lösung inkubierten Präparate (Abbildung 17 B) und die Nachkontrolle 
(Abbildung 17 C) unterscheiden sich nicht signifikant voneinander. GC sind sehr stark, NF 
stark angefärbt. Die MC sind hingegen ungefärbt. Fluorescein färbt keine MG in den Kontroll- 
und Nachkontrollpräparaten an.  
Das Intensitätsdiagramm in Abbildung 18 gibt das Farbverteilungsmuster in Säulenform 
wieder.  
Die Färbintensitäten und die Farbverteilung der MC, GC, NF und MG der Nachkontroll-
präparate entsprechen eher den Stressor-inkubierten Präparaten. In einem Stresspräparat 
wurde eine einzelne stark angefärbte Mikrogliazelle gefunden. Es konnte somit keine 
Standardabweichung berechnet werden. Um die Ergebnisse vollständig wiederzugeben, 
wurde dieser Wert trotzdem in die Erstellung des Diagramms einbezogen. 
Die Werte der MC fallen im Vergleich zu den Kontrollpräparaten in den Stresspräparaten 
signifikant von 107±39 auf 29±7 Einheiten, eine Abnahme um 73%. GC-Werte hingegen 
steigen signifikant von 33±9 um 173% auf 90±27 Einheiten. NF-Werte steigen von 73±32 um 
15% auf 84±32 Einheiten. Der Wert für MG liegt im Stresspräparat bei 189 Einheiten. 
In den Nachkontrollpräparaten liegen die Messungen für MC bei 39±7 Einheiten. Die 
Messwerte für GC und NF liegen wie im Stresspräparat hoch, GC bei 101±23, NF bei 
103±26 Einheiten.   


















Abbildung 17 A-C: In vivo Fluoreszenzfärbung 
mit Fluorescein.
Abb. A Kontrolle
Abb. B Oxidativer Stress
Abb. C Nachkontrolle
Müllerzellen (MC), Ganglienzellen (GC), Nerven-
fasern (NF), Mikroglia (MG)
 
 
Abbildung 18: Farbstoffverteilung in der Kontrollretina und nach oxidativem Stress, Fluorescein. 
Signifikanz der Farbintensitätsdifferenz: (●) p<0,05, (●●) p< 0,01, (●●●) p< 0,001 
Ergebnisse 
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4.3 Färbung mit Fluorescein-Diacetat 
Abbildungen 19 und 20: 
Die GC stellen sich im Kontrollpräparat (Abbildung 19 A) nicht einheitlich dar. Einige sind gar 
nicht angefärbt, andere zeigen eine schwache bis mittlere Anfärbung. Da die Unterschiede 
eher fließend erscheinen und nicht eindeutig unterschiedliche Populationen angesprochen 
werden können, werden sie jedoch nicht gesondert ausgewertet. Zusammengefaßt 
erscheinen die GC schwach angefärbt. Die NF sind wenig fluoreszent. Stark fluoreszent sind 
hingegen die MC, am kräftigsten gefärbt stellt sich die MG dar.  
Im Stress-Präparat (Abbildung 19 B) nimmt die Intensität der MC stark ab, die Intensität der 
GC nimmt stark zu. NF sind kräftig, MG ist sehr kräftig angefärbt. 
Wie schon bei den Versuchen mit Fluorescein fällt auch in den Versuchen mit Fluorescein-
Diacetat auf, dass das Farbverteilungsmuster der Nachkontrolle (Abbildung 19 C) nicht dem 
eines Kontrollpräparates entspricht. Die Nachkontrollpräparate ähneln vielmehr sehr stark 
den Stressor-inkubierten Präparaten. Die GC und NF sind stark angefärbt, die MC bleiben 
sehr schwach gefärbt. MG ist in Kontroll- und Nachkontrollpräparaten stark angefärbt.  
Auch das zugehörige Intensitätsdiagramm (Abbildung 20) zeigt in Säulenform, dass die 
Intensitäten der Zellen des Nachkontrollpräparates eher dem Stresspräparat entsprechen als 
denen einer Nachkontrolle. 
Im Vergleich zum Kontrollpräparat sinkt die Farbintensität der MC im Stresspräparat 
signifikant von 135±40 auf 22±9 Einheiten, also um 84%. Die Werte der GC steigen 
hingegen signifikant von 30±9 auf 91±29 Einheiten, um 203%. NF sind geringfügig kräftiger 
angefärbt, die Werte steigen um 23% von 61±23 auf 75±19 Einheiten. Die MG bleibt bei 
einem hohen Wert, dieser steigt von 224±28 um 1% auf 227±38 Einheiten.   
 Die Werte der Nachkontrollpräparate sind ähnlich denen der Stresspräparate. MC liegen bei 
24±7 Einheiten, GC bei 88±29 Einheiten, NF bei 86±26 und MG bei 243±15 Einheiten. 
Ergebnisse 
 





















Müllerzellen (MC), Ganglienzellen (GC), Nerven-






















































































Abbildung 20: Farbstoffverteilung in der Kontrollretina und nach oxidativem Stress, Fluorescein-
Diacetat. 
Signifikanz der Farbintensitätsdifferenz: (●) p<0,05, (●●) p< 0,01, (●●●) p< 0,001 
Ergebnisse 
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4.4 Färbung mit 5-Carboxyfluorescein Diacetat 
Abbildungen 21 und 22: 
Bei diesem Farbstoff zeigen sich keine signifikanten Unterschiede zwischen den Kontroll- 
bzw. Nachkontrollfärbungen (Abbildungen 21 A und C) und den Stressor-inkubierten Präpa-
raten (Abbildung 21 B). Die NF sind am stärksten angefärbt, MC weisen ebenfalls eine 
starke Fluoreszenz auf. GC fluoreszieren kaum. MG bleibt immer ungefärbt, sie ist in keiner 
Aufnahme nachweisbar.   
Das zugehörige Säulendiagramm  (Abbildung 22) verdeutlicht die Ergebnisse. 
In den Kontrollpräparaten liegt der Wert für die MC bei 116±28, in den Stresspräparaten bei 
99±27 Einheiten. Diese Abnahme um 15% stellt die einzige signifikante Veränderung dar. 
Stark angefärbt sind ebenfalls die NF, die Werte der Kontrollpräparate liegen bei 162±56 
Einheiten, die der Stresspräparate bei 160±52 Einheiten, eine Abnahme um 1%. Die 
Farbintensität der GC unterscheidet sich ebenfalls kaum. Sie liegt in Kontrollpräparaten bei 
38±6, in Stresspräparaten bei 39±8 Einheiten, eine Zunahme von 3%.  
Die Messungen der Nachkontrollpräparate unterscheiden sich minimal von den Kontroll- und 
Stress-Präparaten. MC liegen bei 106±40, GC bei 38±1, NF bei 184±64 Einheiten.    
Ergebnisse 
 









Abbildung 21 A-C: In vivo Fluoreszenzfärbung 
mit 5-Carboxyfluorescein-Diacetat.
Abb. A Kontrolle
Abb. B Oxidativer Stress
Abb. C Nachkontrolle
Müllerzellen (MC), Ganglienzellen (GC), Nerven-

















































































Müllerzellen Ganglienzellen Nervenfasern Mikroglia
 
 
Abbildung 22: Farbstoffverteilung in der Kontrollretina und nach oxidativem Stress, Fluorescein-
Diacetat. 
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4.5 Färbung mit MitoTracker Orange 
Abbildungen 23 und 24: 
Das Farbverteilungsmuster im Kontrollpräparat (Abbildung 23 A) erscheint ähnlich wie beim 
Farbstoff CellTracker Green. Die GC bleiben ungefärbt, die MC sind stark fluoreszent. Bei 
den NF fiel jedoch eine Besonderheit auf. Sie erscheinen teilweise gefärbt, teilweise 
ungefärbt. Genauer untersucht, handelt es sich bei den ungefärbten Anteilen um die inneren 
und bei den gefärbten um die äußeren Anteile der NF. Diese wurden in der späteren 
statistischen Auswertung getrennt voneinander betrachtet. Im Stress-Präparat (Abbildung 23 
B) war dieser Unterschied in der Anfärbbarkeit der NF nicht mehr auszumachen, die 
Intensität der Fluoreszenz wurde wieder in einer Säule dargestellt. Die NF stellen sich hier 
insgesamt stark angefärbt dar. Die MC nehmen an Farbintensität stark ab. Bei der 
Betrachtung der GC der Stresspräparate fällt auf, dass auch diese sich nicht homogen 
darstellen. In allen GC existieren gefärbte und ungefärbte Bereiche. Ein begrenzter Anteil der 
Zellen bleibt klar ungefärbt, ein sich kappenförmig darstellender Anteil ist stark angefärbt. Bei 
diesen Strukturen handelt es sich um die Mitochondrien der GC, der dunkle Teil stellt den 
Zellkern dar. Für die Messung wurden nur die gefärbten Anteile der GC markiert. Die 
entsprechende Säule des Säulendiagramms stellt ausschließlich diesen Teil dar. Die MG 
blieb in allen Aufnahmen ungefärbt. Die Bilder der Nachkontrolle entsprechen denen der 
Kontrolle. 
In Abbildung 24 wird im Diagramm deutlich, dass die Anfärbbarkeit der MC unter oxidativem 
Stress signifikant nachlässt und die der GC signifikant ansteigt. Die Werte der MC fallen von 
202±29 um 37% auf 127±36 Einheiten, die der GC steigen von 34±4 auf 151±28 Einheiten 
um 344% an. Der innere Anteil der NF zeigt im Kontrollpräparat Messwerte von 75±15 
Einheiten. Die äußeren Anteile sind schon in den Kontrollpräparaten kräftig angefärbt, die 
Werte entsprechen nahezu denen der Stresspräparate. Sie steigen geringfügig, um 2%, von 
202±21 auf 207±17 Einheiten an.  
Die Nachkontrollpräparate weisen ähnliche Werte auf wie die Kontrollpräparate. MC liegen 
bei 181±46, GC bei 42±41, innere Anteile der NF bei 59±6, äußere Anteile bei 199±14 
Einheiten. MG ist nicht angefärbt.   
Ergebnisse 
 








Abbildung 23 A-C: In vivo Fluoreszenzfärbung 
mit MitoTracker Orange.
Abb. 24 A Kontrolle
Abb. 24 B Oxidativer Stress
Abb. 24 C Nachkontrolle
Müllerzellen (MC), Ganglienzellen (GC), Nerven-





















































































Abbildung 24: Farbstoffverteilung in der Kontrollretina und nach oxidativem Stress, MitoTracker Orange. 
Signifikanz der Farbintensitätsdifferenz: (●) p<0,05, (●●) p< 0,01, (●●●) p< 0,001 
(i) innere Anteile der Nervenfasern 
(ä) äußere Anteile der Nervenfasern  
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4.6 Färbung mit CellTracker Orange  
Abbildungen 25 und 26: 
Wie Abbildung 25 verdeutlicht, stellen sich unter Kontrollbedingungen die GC nur 
geringgradig angefärbt dar, während die MC kräftig fluoreszieren. Die NF liegen in ihrer 
Farbintensität dazwischen. MG ist nicht angefärbt. Die Aufnahmen der in Stressorlösung 
inkubierten Netzhautpräparate unterscheiden sich nur geringgradig von den Kontrollauf-
nahmen. Die GC sind geringgradig stärker angefärbt, etwas kräftiger die NF. Die Nachkon-
trollbilder entsprechen Kontrollbildern. 
Abbildung 26 zeigt das zugehörige Intensitätsdiagramm. Die Farbintensität der MC nimmt 
unter oxidativem Sress nicht signifikant ab. Die Werte in Kontrollpräparaten liegen bei 
124±32, in Stresspräparaten bei 112±30 Einheiten, der Wert fällt um 10%. Die GC sind im 
Stresspräparat signifikant stärker angefärbt als in den Kontrollpräparaten, der Wert steigt von 
33±8 um 18% auf 39±9 Einheiten. NF sind unter oxidativem Stress ebenfalls signifikant 
stärker anfärbbar, die Messwerte steigen von 77±52 um 77% auf 136±53 Einheiten. MG ist 
in Kontroll-, Oxidativen Stress- und Nachkontrollpräparaten mit CT Orange nicht anfärbbar. 
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Abbildung 25 A-C: In vivo Fluoreszenzfärbung 
mit CellTracker Orange.
Abb. 26 A Kontrolle
Abb. 26 B Oxidativer Stress
Abb. 26 C Nachkontrolle
Müllerzellen (MC), Ganglienzellen (GC), Nerven-



















































































 Abbildung 26: Farbstoffverteilung in der Kontrollretina und nach oxidativem Stress, CellTracker Orange. 
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4.7 Färbung mit Monochlorobimane 
Abbildungen 28 und 29: 
Bei den Versuchen mit Monochlorobimane wurde nach gleichem Inkubations- und 
Meßprotokoll wie bei allen weiteren verwendeten Farbstoffen vorgegangen, um eine spätere 
Vergleichbarkeit zu gewährleisten. Da der Farbstoff jedoch mit UV-Laserlicht angeregt 
werden muß, war für dieses Experiment der Einsatz des 2-Photonen-LSM notwendig. 
Dadurch sind die Farbstoffintensitäten mit denen der anderen, am LSM gemessenen 
Farbstoffe, nicht direkt vergleichbar, da sich die Skalierung der Daten von den am LSM 
gemessenen unterscheidet. Es können jedoch Aussagen über die Farbstoffverteilung 
getroffen werden. 
In der Tendenz erscheint die Farbstoffverteilung bei Färbung mit MCB ähnlich wie bei 
Färbung mit CellTracker Green. Dies gilt sowohl für die Aufnahmen unter Kontrollbe-
dingungen (Abbildung 28 A) wie auch für die Aufnahmen von Stressor-inkubierten Netzhaut-
präparaten (Abbildung 28 B). Kontrollaufnahmen zeigen kaum Fluoreszenz der GC und NF, 
keine Färbung der MG jedoch starke Fluoreszenzfärbung der MC. Die in Stressorlösung 
inkubierte Netzhaut zeigt eine starke Zunahme der Farbintensität von GC, der Wert steigt um 
138%. Der Messwert der NF steigt ebenfalls stark, um 91%, an. Die Färbung der MC nimmt 
im Gegensatz zum Kontrollpräparat um 11% ab. Im Unterschied zur Färbung mit CellTracker 
Green bleibt die MG jedoch auch unter Einfluss des Stressors ungefärbt.  
 
Verteilung der Farbintensität der Ganglienzellen 
Bei der Färbung der Stressor-inkubierten Präparate fällt auf, dass sich die GC nicht mehr als 
homogene Population darstellen. Es fallen fast schwarze GC auf, demgegenüber stehen 
deutlich angefärbte GC, in Abbildung 28 B deutlich zu erkennen. Es war naheliegend, über 
zwei Zellpopulationen nachzudenken. Um diesen Verdacht statistisch zu erhärten, wurden 
jetzt alle Ganglienzellen aller Aufnahmen ausgezählt und mit Hilfe der GraphPad Software 
ein Verteilungsdiagramm erstellt (Abbildung 27). Entgegen der Annahme ergab sich jedoch 



































































































Abbildung 27: Verteilung der Farbintensität 
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Abbildung 28 A-C: In vivo Fluoreszenzfärbung 
mit Monochlorobimane.
Abb. 29 A Kontrolle
Abb. 29 B Oxidativer Stress
Abb. 29 C Nachkontrolle
Müllerzellen (MC), Ganglienzellen (GC), Nerven-
fasern (NF), Mikroglia (MG)
 
 
 Abbildung 29: Farbstoffverteilung in der Kontrollretina und nach oxidativem Stress, Monochlorobimane. 
Signifikanz der Farbintensitätsdifferenz: (●) p<0,05, (●●) p< 0,01, (●●●) p< 0,001 
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4.8 Farbstoffvergleich in Übersichten 
 
Tabelle 5: Übersicht über die Anfärbbarkeit  der zellulären Komponenten unter Kontrollbedingungen und        



















   
Fluorescein 
   
FDA 
   
5-CFDA 
   
MT Orange 
   
CT Orange 
   
Müllerzellen 
MCB 
   
CT Green 
   
Fluorescein 
   
FDA 
   
5-CFDA 
   
MT Orange 
   
CT Orange 
   
Ganglienzellen 
MCB 
   
CT Green 
   
Fluorescein 
   
FDA 
   
5-CFDA 
   
MT Orange  (i)  (ä)  (ä)       (i)  (ä) 
CT Orange 
   
Nervenfasern 
MCB 
   







   
5-CFDA - - - 
MT Orange - - - 
CT Orange - - - 
Mikroglia 
MCB - - - 
 
 sehr schwache Fluoreszenz 1-30 rel.E 
 schwache Fluoreszenz  31-40 rel.E 
 mittlere Fluoreszenz   41-80 rel.E 
 starke Fluoreszenz   >80 rel.E 
 -   keine Fluoreszenz 
 
Außer für die Farbstoffe Fluorescein und Fluorescein-Diacetat lässt sich feststellen, dass die 
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Tabelle 6: Übersicht über die Fluoreszenzverschiebung von den Müllerzellen in die Ganglienzellen nach 
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5.1 GSH-Verteilung im Nervengewebe 
Das Tripeptid Glutathion (γ-L-glutamyl-L-cysteinylglycin) detoxifiziert reaktive 
Sauerstoffspezies und ist für den Schutz von Geweben vor oxidativem Stress essentiell 
(Dringen 2000). Glutathion ist in unterschiedlicher Konzentration in allen Zellen des Körpers 
vorhanden.  
MEISTER und ANDERSON beschrieben schon 1983 die vielfältigen Funktionen von GSH 
und den Transport über Zellmembranen, unter anderem im Zusammenhang mit oxidativem 
Stress. Heute ist bekannt, dass in verschiedenen Geweben bestimmte Zelltypen Glutathion 
freisetzen (KAPLOWITZ et al. 1996), was darauf hindeutet, dass das Tripeptid auch eine 
wichtige Rolle im Extrazellulärraum spielen könnte.  
Aus Untersuchungen im zentralen Nervensystem geht hervor, dass sich der GSH–Gehalt 
von Nervenzellen und Gliazellen unterscheidet. Kultivierte Neurone enthalten weniger GSH 
als Astroglia (RAPS et al. 1989, HUANG und PHILBERT 1995, DRINGEN et al. 1999). Nach  
Untersuchungen von DRINGEN und HAMPRECHT (1998) wird die zytosolische 
Konzentration von GSH in Astrogliazellkulturen mit 8mM angegeben.  
Eine Freisetzung von GSH aus Hirnzellen ist bis heute ausschließlich für Astroglia in 
Zellkulturen bekannt (SAGARA et al. 1996, DRINGEN et al. 1997, WANG und CYNADER 
2000). So zeigte sich, dass es unter oxidativem  Stress zu einem Anstieg von GSSG in 
Astrozyten mit nachfolgendem Anstieg der extrazellulären GSSG-Konzentration kommt 
(HIRRLINGER et al. 2001). 
Die unterschiedliche zelluläre Verteilung von Glutathion, die Funktion von GSH bei der 
Bekämpfung von oxidativem Stress und die in Zellkultur nachgewiesene Ausschleusung von 
GSH aus Zellen lassen vermuten, dass es bei Auftreten von oxidativem Stress zu einer 
Umverteilung von Glutathion kommt.  
Diese Umverteilung von GSH von Gliazellen in Ganglienzellen wurde immunhistochemisch 
nachgewiesen (SCHÜTTE und WERNER 1998). DRINGEN (2000) veröffentlichte ein Modell, 
das den Glutathion-Metabolismus von Astrozyten und Neuronen  beschreibt. Dabei liefern 
Astrozyten den Neuronen Vorstufen für die Glutathionsynthese und schützen diese so vor 
oxidativem Stress.   
Immunhistochemische Versuche zeigten, dass sich Glutathion auch in der Retina 
überwiegend in den retinalen Gliazellen, den Müllerzellen, befindet. In Neuronen hingegen 
wurde eine nur geringe Konzentration an GSH nachgewiesen (POW und CROOK 1995). 
Eigene immunhistochemische Daten der Arbeitsgruppe (Data not shown) bestätigen dies 
ebenfalls. HUSTER et al. (2000) geben die GSH-Konzentration in Müllerzellen mit 3,8mM an.  
Es lässt sich vermuten, dass in der Retina ein ähnlicher Mechanismus zur Bekämpfung von 
oxidativem Stress existiert wie bei Astrozyten und Neuronen im Gehirn. Müllerzellen könnten 
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so Ganglienzellen mit antioxidativem Glutathion oder entsprechenden Vorläufermolekülen, 
wie es anhand von kultivierten Astrozyten im Gehirn nachgewiesen wurde (DRINGEN 2000), 
versorgen. 
So ist in Netzhäuten der Ratte mit Hilfe immunhistochemischer GSH-Markierung bereits 
nachgewiesen worden, dass unter Kontrollbedingungen Müllerzellen markiert sind, unter 
Stressbedingungen (Ischämie) jedoch hauptsächlich die Ganglienzellen (SCHÜTTE und 
WERNER 1998). Ein möglicher Transfer von GSH oder GSH-Vorstufen wurde dabei aber 
nicht näher untersucht. 
In Ergänzung vorausgegangener Experimente unserer Arbeitsgruppe zu einem möglichen 
GSH-Transfer wurden in dieser Arbeit erstmals Versuche unter ex vivo-Bedingungen 
durchgeführt. Es wurde mit akut präparierten Netzhautpräparaten vom Meerschweinchen 
gearbeitet, um einen vermuteten GSH-Transfer im intakten Zellverband nachweisen zu 
können. 
Ziel dieser Arbeit ist es, die Spezifität des fluoreszierenden Vital-Farbstoffes Celltracker 
Green für Glutathion zu untersuchen. Dabei soll nicht nur das Farbverteilungsmuster in der 
physiologischen Retina untersucht werden, sondern auch eine vermutete Umverteilung nach 
oxidativem Stress. 
Um die Farbstoffverteilung unter physiologischen Bedingungen und unter oxidativem Stress 
zu untersuchen, wurden jeweils Kontrollpräparate und Stresspräparate angefertigt. Diese 
wurden separat inkubiert und anschließend gefärbt. Bei der zu beurteilenden 
Farbstoffverteilung wird also der steady-state ohne bzw. mit Einwirkung von oxidativem 
Stress abgebildet. Eine Aufnahme des dynamischen Prozesses ist mit dieser Methode nicht 
möglich, da durch die intrazelluläre Konjugation des Farbstoffes ein GSH-Addukt gebildet 
wird, das den Metabolismus bzw. Transport negativ beeinflussen kann. 
Mit der angewandten Methode können so keine Aussagen über die absoluten 
Farbstoffkonzentrationen in den einzelnen Zellen getroffen werden. Durch die konstant 
gehaltenen Einstellungen der Aufnahmeparameter am LSM sind jedoch semiquatitative 
Aussagen im Hinblick auf Verteilung und Umverteilung zwischen den einzelnen Zelltypen 
möglich, ebenso der Vergleich der Farbstoffe untereinander. 
Um die Spezifität von CellTracker Green für GSH zu untersuchen, wurden Versuche mit 
CellTracker Green und dem für den Nachweis von GSH etablierten Farbstoff Monochloro-
bimane durchgeführt. Vergleichend wurden weiterhin fünf fluoreszierende Vital-Farbstoffe 
ausgewählt, die zum Teil ebenfalls zum Nachweis von Glutathion empfohlen und eingesetzt 
werden. Diese Farbstoffe unterscheiden sich ganz spezifisch von der Molekülstruktur des 
Farbstoffes CellTracker Green. Alle Farbstoffe sind heterozyklische Verbindungen, die mit 
unterschiedlichen funktionellen Gruppen ausgestattet sind. Einige sind elektrisch neutral, 
andere tragen eine positive Ladung (siehe Tabelle 3 in Material und Methoden). 
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CellTracker Green im Vergleich zu Monochlorobimane 
CellTracker Green wird vom Hersteller Invitrogen für die Anfärbung von GSH empfohlen und 
gegenwärtig vielfach dafür verwendet (BURGHARDT et al. 1992,  BARHOUMI et al. 1993, 
VAN LUYN et al. 1998). 
Der Farbstoff diffundiert passiv in die Zellen und wird erst durch die Abspaltung seiner  
Acetat-Gruppen durch intrazelluläre unspezifische Esterasen fluoreszent . 
 
 
Abbildung 30: Struktur und Metabolismus von CellTracker Green. 
Intrazelluläre Esterasen spalten nach Diffusion in die Zelle die Acetat-Gruppen, das Farbstoffmolekül 
wird dadurch fluoreszent. Mit der Chloromethylgruppe bindet CT Green mittels Glutathion-S-
Transferase an die SH-Gruppe des Glutathions und markiert somit das Molekül.  
 
Mit seiner Chloromethylgruppe  bindet das Molekül an freie Thiolgruppen 
(Sulfhydrylgruppen), wird so fixiert und akkumuliert in der Zelle. Die Glutathion-S-
Transferase kann diese Reaktion zusätzlich begünstigen (TAUSKELA et al. 2000). 
Thiolgruppen finden sich an Proteinen und Peptiden, so auch am GSH. GSH stellt die 
Thiolverbindung dar, die in allen Zellen des Organismus am höchsten konzentriert ist 
(DRINGEN 2000).  HEDLEY und CHOW (1994) beschreiben, dass mittels CellTracker Green 
von den angefärbten SH-Gruppen zu mehr als 95% die SH-Gruppen von Glutathion 
dargestellt werden, nur 5% entfallen auf Proteine. Sie stellen jedoch den CellTracker Green 
wegen der zu hohen Hintergrundfärbung durch nicht konjugierte Farbstoffmoleküle für die 
eindeutige Darstellung und die Quantifizierung von GSH in Frage. 
Auch TAUSKELA et al. (2000) zweifeln aus diesem Grund die Spezifität des Farbstoffes an. 
Beide Studien verglichen den CellTracker Green unter anderem mit dem für den Nachweis 
von GSH etablierten Farbstoff Monochlorobimane, der als hochspezifisch für GSH anerkannt 
ist (RICE et al. 1986, CHATTERJEE et al. 1999, KEELAN et al. 2001). Monochlorobimane 
bindet ebenfalls hochspezifisch durch die Glutathion-S-Transferase an GSH und fluoresziert 
erst nach der Konjugation seiner Chloromethylgruppe mit Thiolen (UBLACKER et al. 1991, 
TAUSKELA et al. 2000). Zur Sichtbarmachung ist bei diesem Farbstoff die Anregung mit UV-
Laserlicht notwendig.  
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Von anderer Seite wird CellTracker Green nach vergleichenden Versuchen mit 
Monochlorobimane eine diesem vergleichbare Spezifität zugesprochen (BURGHARDT et al. 
1992). 
Im Ergebnis dieser Arbeit zeigen die Färbungen mit CellTracker Green eine deutlich 
zellselektive Anfärbung ohne Hintergrundfluoreszenz. Das gilt sowohl für die Kontroll- wie 
auch die Stresspräparate. Die Farbstoffverteilung in den Kontrollpräparaten unterscheidet 
sich deutlich von der der Stresspräparate: in den Kontrollpräparaten lassen sich nur die 
Müllerzellen anfärben, in den Stresspräparaten verlieren diese deutlich an Fluoreszenz. 
Angefärbt sind jetzt Ganglienzellen, Nervenfasern und Mikroglia. Diese Farbstoffverteilung 
entspricht der immunhistochemisch nachgewiesenen Glutathion-Verteilung in Kontroll- und 
ischämischen Netzhautpräparaten (POW und CROOK 1995, SCHÜTTE und WERNER 
1998). 
Die Vergleichsfärbungen mit Monochlorobimane zeigen ähnliche Ergebnisse. Im Vergleich 
zu den Kontrollpräparaten verringert sich die Anfärbbarkeit der Müllerzellen nach oxidativem 
Stress, die Anfärbbarkeit von Ganglienzellen und Nervenfasern steigt signifikant. Die 
Ganglienzellen zeigen nach oxidativem Stress bei Anfärbung mit MCB jedoch eine 
heterogene Fluoreszenz, es wurden zwei verschiedene Ganglienzellpopulationen vermutet. 
Nach statistischer Auswertung ergab sich aber keine deutliche Trennung in zwei 
Populationen. Die Ergebnisse deuten auf mehrere Subpopulationen hin, die unterschiedlich 
bzw. unterschiedlich schnell auf oxidativen Stress reagieren. Desweiteren könnten für die 
differenzierte Anfärbbarkeit der Ganglienzellen möglicherweise unterschiedliche 
Konzentrationen, metabolische Unterschiede und unterschiedliche  Isoformen der 
Glutathion-S-Transferase, die für die Konjugation und die Fluoreszenz Voraussetzung ist, 
eine Rolle spielen. 
In unseren Untersuchungen an ex vivo-Netzhautpräparaten überzeugt der Farbstoff 
CellTracker Green durch eine differenzierte Darstellung der untersuchten Zellstrukturen. Es 
tritt keine nennenswerte Hintergrundfluoreszenz auf. Selbst wenn sich der Farbstoff nach 
Kulturversuchen für genaue Quantifizierungen als zu unspezifisch herausgestellt hat 
(HEDLEY und CHOW 1994, TAUSKELA et al. 2000), so eignet sich CellTracker Green für 
physiologisch intaktes Gewebe in jedem Fall für semiquantative Messungen von Glutathion-
Konzentrationen. Die Farbverteilungsmuster von CellTracker Green entsprechen qualitativ 
und semiquantitativ denen von Monochlorobimane.  
Die Farbstoffverteilung von CellTracker Green und die Vergleichbarkeit mit der von MCB 
sind ein guter Hinweis auf eine Spezifität des Farbstoffes für Glutathion. Die Ergebnisse der 
Aufnahmen nach oxidativem Stress zeigen außerdem eine Umverteilung des vom Farbstoff 
gebundenen Moleküls, ein guter Hinweis, das es sich bei dem gebundenen Molekül um 
Glutathion handelt.   
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Temperatur 
Nachdem nach oxidativem Stress eine Farbstoffumverteilung offensichtlich ist, sollte die 
Temperaturabhängigkeit dieser Umverteilungsprozesse untersucht werden.  
Bei einer Temperatur von 4° Celsius sind biochemisc he Prozesse und enzymatische 
Reaktionen stark eingeschränkt, das Temperaturoptimum von Enzymen und Transport-
systemen ist weit unterschritten. Es finden hauptsächlich passive physikalische 
Transferprozesse, z.B. Diffusion, statt. Es stand die Frage, ob eine Temperaturerniedrigung 
das Verteilungsmuster der Farbstoffe ohne und mit Einwirkung von oxidativem Stress 
verändert und in welchem Umfang Transferprozesse stattfinden. 
Die Versuche zeigen, dass bei erniedrigter Temperatur die visuelle Verstärkung der LSM-
Aufnahme um ca. 20 % höher gewählt werden musste, als bei Präparaten bei 
Zimmertemperatur, um die Fluoreszenz sichtbar zu machen. Das Muster der Farbverteilung 
entspricht jedoch dem der Kontrollversuche. BLICHER et al. (2009) untersuchten die 
Permeabilität von Zellmembranen für Fluoreszenzfarbstoffe und beschrieben eine 
Temperaturabhängigkeit. Eine Erklärung für die schlechte Anfärbbarkeit der Präparate 
könnte die erschwerte Aufnahme des Farbstoffes durch eine langsamere Diffussion in die 
Zelle sein.  
Weiterhin spielt wahrscheinlich die eingeschränkte Umsetzung des Farbstoffes eine Rolle: 
intrazelluläre Esterasen sind für die Aktivierung der Fluoreszenz des Farbstoffes durch  
Spaltung der Acetatgruppen verantwortlich, Glutathion-S-Transferase für dessen Bindung an 
Glutathion (TAUSKELA et al. 2000). Zum Teil sind Transportprozesse und Enzyme vom 
Energiehaushalt abhängig, der bei einer Temperatur von 4° Celsius ebenfalls eingeschränkt 
ist.   
Nach Einwirken von oxidativem Stress findet im Unterschied zu den Färbungen bei 
Zimmertemperatur kaum Farbstofftransfer von den Müllerzellen in die Ganglienzellen statt. 
Es lässt sich vermuten, dass spezifische Umsetzungen und Transferprozesse, die für die 
Umverteilung von Glutathion eine Rolle spielen (Abbildung 31), durch die Senkung der 
Temperatur auf 4° Celsius inhibiert werden. 
 
ES/DEM 
Wenn CellTracker Green spezifisch GSH anfärbt, müsste sich ein verminderter GSH-Gehalt 
in einer verminderten Farbintensität zeigen. Ethacrynsäure und Diethylmaleat senken die 
Konzentration von freiem GSH in den Zellen durch Bindung an dessen Sulfhydrylgruppe. 
Diese Reaktion wird von der Glutathion-S-Transferase katalysiert (JUURLINK et al. 1998, 
DRINGEN 2000). 
Die Versuche mit den in ES und DEM inkubierten Präparaten zeigen gleiche Ergebnisse. Im 
Gegensatz zu den Kontrollpräparaten muss die visuelle Verstärkung um 30% höher gewählt 
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werden, um aussagefähige Aufnahmen zu erhalten. Vorausgesetzt, ES und DEM lassen die 
Esteraseaktivität unbeeinflußt, ist dies ist ein guter Hinweis darauf, dass das angefärbte 
Molekül in geringerem Umfang vorhanden ist und es sich hierbei um Glutathion handelt.  
Es bedeutet gleichzeitig, dass Esteraseaktivität allein nicht ausreicht, um den fluoreszenten 
Farbstoff CellTracker Green in der Zelle zu akkumulieren.  
Werden die mit ES oder DEM vorbehandelten Präparate oxidativem Stress ausgesetzt, 
findet ebenfalls eine Umverteilung des Farbstoffes von den Müllerzellen in die 
Ganglienzellen statt,  was wiederum nur bei einer um 30% höheren visueller Verstärkung am 
LSM sichtbar wird. Der Umverteilungsprozess ist massiv eingeschränkt, jedoch nicht 
komplett unterbunden. 
Überraschend zeigt sich, dass ES und DEM selbst als Stressor zu wirken scheinen. Die 
entsprechenden Präparate zeigen auch ohne Applikation von oxidativem Stress ein 
typisches Stressbild. Müllerzellen verlieren ihre Anfärbbarkeit, in Ganglienzellen ist sie 
erhöht. Die Erklärung liegt darin, dass t-BHP als organisches Peroxid, wie auch ES und 
DEM, vom GSH-Peroxidase-System detoxifiziert werden. Ethacrynsäure, Diethylmaleat und 
t-BHP konkurrieren somit um dasselbe Abbausystem, was vergleichbare Farbver-
teilungsmuster bedingt. 
Die spezifische Senkung des GSH-Gehaltes hat eine Abnahme der Anfärbbarkeit der 
unterschiedlichen Zellstrukturen zur Folge. Dieses Ergebnis spricht dafür, dass der 
CellTracker Green Glutathion spezifisch anfärbt. Ist Glutathion in geringerer Konzentration 
vorhanden, bleibt das Farbverteilungsmuster wie bekannt, die Farbintensität ist jedoch stark 
reduziert.    
 
Fluorescein 
Fluorescein zeigt einen schnellen Reflux aus den Zellen und eignet sich daher nicht für 
quantitative Auswertungen (www.invitrogen.com). Da es sich bei diesen Versuchen aber um 
steady-state-Aufnahmen handelt, die sofort nach dem Färbevorgang entstanden sind, kommt 
dieser Nachteil hier nicht zum Tragen.  
Fluorescein ist ebenfalls eine heterozyclische Verbindung und verfügt über denselben 
Farbstoffgrundkörper wie CellTracker Green. Es fehlen jedoch die Acetatgruppen, so dass 
für die Fluoreszenz eine Aktivierung durch Esterasen nicht erforderlich ist. Dem Farbstoff 
fehlt aber auch die Chloromethylgruppe, die beim CellTracker Green für die spezifische 
Bindung an Thiolgruppen sorgt. Das bedeutet, dass der Farbstoff keine spezifische GSH-
Bindung eingehen kann. Zu erwarten wäre daher eine eher unselektive Verteilung im 
Gewebe.  
Alle Bilder, sowohl die Kontrollaufnahmen, als auch die Stressaufnahmen, zeigen jedoch ein 
differenziertes Verteilungsmuster im Retinagewebe.  
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Unter Kontrollbedingungen scheint es eine Präferenz der Müllerzellen für diesen Farbstoff zu 
geben. Diese nehmen den Farbstoff am schnellsten auf. Ganglienzellen bleiben ungefärbt. 
Diese nehmen Farbstoff erst nach Einwirken von oxidativem Stress auf. Ganglienzellen 
verfügen möglicherweise über Aufnahmemechanismen, die erst bei oxidativem Stress 
aktiviert werden. Nach oxidativem Stress findet eine deutliche Fluoreszenzverschiebung von 
den Müllerzellen in die Ganglienzellen statt. 
Die Nachkontrolle könnte hier die unterschiedliche Zeit der Aufnahme und die Folgen der 
Ischämie im Vergleich zum Kontrollpräparat nachweisen. Bei Nachkontrollbildern, die leicht 
gestresstes Gewebe darstellen, da sie erst 40 Minuten nach Entnahme aus dem in vivo-
Verband gefärbt und gemessen wurden, kommt es ebenfalls zu einer ganz spezifischen 
Verteilung des Farbstoffes, die jedoch der eines Stressbildes und nicht der eines 
Kontrollbildes entspricht.  
Bei den Nachkontrollpräparaten könnte vermutet werden, dass die Gewebeintegrität 
aufgrund der längeren Inkubationszeit und der damit verbundene Ischämie gestört wäre. 
Damit wäre eine homogene Verteilung des Farbstoffes zu erwarten. Hier zeigt sich aber 
durch die spezifische Farbstoffverteilung einerseits, dass die Gewebeintegrität der 
Nachkontrollpräparate erhalten und die Zellen noch intakt sind und es sich um ganz 
spezifische Aufnahme- und Transportmechanismen handelt. Andererseits wird hier der 
Unterschied zum Kontrollpräparat deutlich. In durch leichte Ischämie gestresstem Gewebe 
(Nachkontrolle) nehmen die Ganglienzellen den Farbstoff Fluorescein schneller auf. 
Die Kontrollbilder entsprechen Kontrollaufnahmen mit dem Farbstoff CellTracker Green. 
Auch unter oxidativem Stress entspricht das Farbverteilungsmuster dem vom CellTracker 
Green. Das Muster der Nachkontrollfärbungen unterscheidet sich jedoch von den mit 
CellTracker Green gefärbten Präparaten. Das Farbverteilungsmuster von Fluorescein 
entspricht hier einem Stressbild und korreliert so nicht mit der bekannten Verteilung von 
Glutathion im Nervengewebe unter Kontrollbedingungen. Die Chloromethylgruppe, die beim 
CellTracker Green vorhanden ist, beim Fluorescein aber fehlt, hat also für die Spezifität 
eines Farbstoffes für Glutathion eine große Bedeutung und bestätigt somit CellTracker 
Green als geeigneten Farbstoff für die Darstellung von Glutathion, Fluorescein hingegen 
nicht.          
Die Ergebnisse zeigen auch, dass sich Fluorescein keinesfalls unselektiv im Retinagewebe 
verteilt, die Farbverteilungsmuster sprechen für hochregulative Aufnahme- und Transport-
mechanismen der Zellen. 
 
Fluorescein-Diacetat 
Fluorescein-Diacetet unterscheidet sich vom CellTracker Green auschließlich in der nicht 
vorhandenen Chloromethylgruppe. Er enthält, wie CellTracker Green, Acetatgruppen, die 
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durch intrazelluläre Esterasen gespalten werden müssen, um die Fluoreszenz des 
Farbstoffes zu aktivieren. Gegenüber Fluorescein enthält Fluorescein-Diacatat eine 
zusätzliche negative Ladung und verbleibt dadurch besser in den Zellen. Es wird jedoch 
durch intrazelluläre Hydrolyse zu Fluorescein. Das könnte eine Erklärung dafür sein, dass 
das Farbverteilungsmuster dem des Fluoresceins entspricht. 
Der Farbstoff Fluorescein-Diacetat enthält Acetatgruppen, der Farbstoff Fluorescein nicht. 
Die Kontroll- und Stressbilder beider Farbstoffe unterscheiden sich jedoch nicht. Es zeigt 
sich, dass die  intrazelluläre Verteilung der Esterasen und die Esteraseaktivität nicht 
verantwortlich für die Farbstoffverteilung sind. Beides beeinflusst somit auch nicht das 
Farbverteilungsmuster des Celltrackers Green, der in seiner Fluoreszenz ebenfalls 
esteraseabhängig ist.       
Für die fehlende Spezifität des Farbstoffes Fluorescein-Diacetat für Glutathion ist, wie auch 
beim Fluorescein, die nicht vorhandene Chloromethylgruppe verantwortlich.    
 
5-Carboxyfluorescein-Diacetat 
5-Carboxyfluorescein-Diacetat besitzt im Vergleich zum CellTracker Green keine 
Chloromethyl- sondern eine Carboxylgruppe als funktionelle Gruppe. Diese wird nach 
intrazellulärer Hydrolyse durch unspezifische Esterasen hydrolysiert, das Farbstoffmolekül 
wird zu geladenem Carboxyfluorescein und verbleibt damit besser in der Zelle als 
Fluorescein.   
5-Carboxyfluorescein-Diacetat enthält wie CellTracker Green zwei Acetatgruppen, die 
ebenfalls durch Esterasen gespalten werden, dadurch wird der Farbstoff fluoreszent.  
Aufgrund der Struktur des Farbstoffmoleküls müsste sich die Farbverteilung ähnlich der 
Farbstoffe Fluorescein und Fluorescein-Diacetat darstellen.   
Das Farbverteilungsmuster der Stresspräparate stellt sich jedoch ganz anders dar als bei 
Fluorescein und Fluorescein-Diacetat. Alle Versuche, sowohl unter physiologischen, als auch 
unter Stressbedingungen, zeigen eine kräftige Müllerzellfärbung, gleichzeitig sind die 
Nervenfasern intensiv gefärbt. Ganglienzellen sind nicht angefärbt. Unter oxidativem Stress 
findet keine Fluoreszenzverschiebung von den Müllerzellen in die Ganglienzellen statt. 
Vom Fluorescein-Diacetat unterscheidet sich 5-Carboxyfluorescein-Diacetat nur durch die 
zusätzliche Carboxylgruppe. Diese muss somit dafür verantwortlich sein, dass es in den 
Stresspräparaten nicht zu einer Farbumverteilung kommt, dass der Farbstoff auch unter 
oxidativem Stress bevorzugt von Müllerzellen und Nervenfasern, nicht aber von 
Ganglienzellen aufgenommen wird. Die Carboxylgruppe zeigt also keine Spezifität für 
Glutathion. Wahrscheinlich werden Proteine dargestellt, da der Farbstoff an die NH2-
Gruppen der Proteine bindet.  
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Weiterhin spielen wahrscheinlich hochspezifische  Aufnahme- und Transportmechanismen 
für die selektive Farbstoffaufnahme eine Rolle, für die auch von Bedeutung sein könnte, dass 
das Farbstoffmolekül in den Zellen als dissoziiertes Anion auftritt.  
Der Farbstoffkörper scheint für das Farbverteilungsmuster von untergeordneter Bedeutung 
zu sein. Er unterscheidet sich nicht von den anderen untersuchten Farbstoffen. Ebenso 
scheint die Esteraseabhängigkeit keine Rolle für Farbstoffaufnahme und –verteilung zu 
spielen. Esterasen sind in jeder Zelle, auch in Ganglienzellen vorhanden  und mit den 
Farbstoffen Celltracker Green und Fluorescein-Diacetet, bei denen die Fluoreszenz auch von 
der Esteraseaktivität abhängt, sind  Ganglienzellen anfärbbar.  
Durch die Vergleiche der Farbverteilungsmuster der Farbstoffe wird vielmehr deutlich, dass 
die funktionellen Gruppen der Farbstoffe der Schlüssel für deren Spezifität sind. Mit dem 
Farbstoff 5-Carboxyfluorescein, der über eine Carboxylgruppe verfügt, ist keine Umverteilung 
von Farbstoff, und damit von Glutathion, nachweisbar.  
Die Chloromethylgruppe des Celltrackers Green ist für dessen Spezifität für Glutathion 
verantwortlich und begründet  dessen Eignung für die Darstellung von Glutathion. 
 
MT Orange 
MitoTracker Orange wird vom Hersteller hauptsächlich für die Darstellung von Mitochondrien 
angeboten. Das Farbstoffmolekül diffundiert durch die Membran und fluoresziert 
esteraseunabhängig. Es besitzt, wie Celltracker Green, eine Chloromethylgruppe als 
funktionelle Gruppe.   
Das Farbstoffmolekül ist positiv geladen und akkumuliert in nmolaren Konzentrationen 
aufgrund des negativen Membranpotentials der Mitochondrien zuerst in aktiven 
Mitochochondrien. Möglicherweise handelt es sich bei den hier angefärbten Molekülen 
hauptsächlich um GSH, da die Chloromethylgruppe des Farbstoffes ihn für eine Bindung an 
Thiolgruppen prädestiniert. Das deckt sich auch mit immunhystochemischen Messungen der 
zellulären und subzellulären Glutathionkonzentrationen der retinalen Zellen beim 
Meerschweinchen, nach denen Glutathion in allen Zellen vor allem in den Mitochondrien 
konzentriert ist (HUSTER et al. 1998). 
Wird der Farbstoff, wie in den Versuchen dieser Arbeit, im µmolaren Konzentrationsbereich 
eingesetzt,  werden die Zellen zusätzlich zytosolisch markiert.  
In den Kontrollbildern sind Mitochondrien kräftig angefärbt. Sie werden als längliche Gebilde 
im Axoplasma der Nervenfasern beschrieben (LIEBICH 1999) und sind in den äußeren 
Bereichen der Nervenfasern deutlich zu erkennen. Es zeigen sich aber auch die Müllerzellen 
kräftig angefärbt. Da in den inneren Retinaschichten Müllerzellen von Meerschweinchen 
keine Mitochondrien enthalten (GERMER et al. 1998), zeigt sich eine kräftige homogene 
Färbung des Zytosols. Unter physiologischen Bedingungen ist GSH in hoher Konzentration 
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in Müllerzellen enthalten (POW und CROOK 1995), weshalb hier davon ausgegangen wird, 
dass es sich bei der intensiven Müllerzellfärbung um eine Anfärbung von Glutathion handelt.  
Nach oxidativem Stress sinkt die Anfärbbarkeit von Müllerzellen, Ganglienzellen zeigen unter 
Stressbedingungen Farbstoffaufnahme. Dabei sind ausschließlich Mitochondrien angefärbt, 
der Bereich des Zellkerns bleibt ausgespart. Denkbar wäre, dass die Mitochondrien durch 
das negative Membranpotential den positiv geladenen Farbstoff „wegfangen“ und die 
Konzentration für eine Anfärbung von Proteinen außerhalb der Mitochondrien nicht ausreicht. 
Zu testen wäre, ob die Ganglienzellen bei einer weiteren Erhöhung der Farbstoff-
konzentration ebenfalls eine homogene Anfärbung zeigen würden. 
Eindeutig ist, dass die Stresspräparate im Gegensatz zu Kontrollpräparaten eine veränderte 
Farbstoffverteilung zeigen. Vermutet wird, dass es sich hierbei um Glutathion handelt, das 
durch oxidativen Stress umverteilt wurde. Oxidativer Stress scheint Transportwege für 
Glutathion zu öffnen.  
 
CT Orange 
CellTracker Orange bietet sich durch seine Chloromethylgruppe  ebenfalls zum Nachweis 
von Glutathion an. Das Farbstoffmolekül ähnelt dem des MitoTracker Orange, verfügt aber 
über eine zusätzliche zyklische Seitenkette mit der endständigen Chloromethylgruppe. Das 
Farbstoffmolekül verfügt wie der Farbstoff MTOrange über eine positive Ladung. CT Orange 
diffundiert frei durch die Membran und bedarf keiner Aktivierung durch Esterasen zur 
Fluoreszenz.  
Die Ergebnisse der Färbungen zeigen keine Unterschiede zwischen den Kontroll- und den 
Stresspräparaten. In Kontrollpräparaten sind die Müllerzellen angefärbt. In den Stress-
präparaten ist keine Farbstoffabnahme zu erkennen und es kommt nicht zu einer 
Farbumverteilung in die Ganglienzellen.  
Da GSH aber nach oxidativem Stress in Müllerzellen erniedrigt ist und in Ganglienzellen 
ansteigt (SCHÜTTE UND WERNER 1998), ist es unwahrscheinlich, daß es sich bei dem 
Farbverteilungsmuster um den Nachweis der GSH-Verteilung handelt. Die Thiolbindende 
Funktion der Chloromethylgruppe scheint beim CT Orange einer anderen Eigenschaft des 
Farbstoffmoleküls untergeordnet zu sein. Eine Erklärung, warum die Ganglienzellen nach 
oxidativem Stress nicht angefärbt sind könnte sein, dass das Farbstoffmolekül mit seiner 
großen Seitenkette zwar in Müllerzellen aufgenommen wird, die Aufnahmemechanismen der 
Ganglienzellen dies jedoch auch unter oxidativem Stress nicht leisten können. Ebenfalls 
könnte die Ladung des Moleküls Grund für dessen selektive Aufnahme und seine Persistenz 
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Zusammenfassung: 
1. Durch den Vergleich der Farbstoffe lässt sich feststellen, dass nur das Vorhandensein der 
Chloromethylgruppe und deren hochspezifische Bindung an Thiolgruppen einen spezifischen 
Nachweis von Glutathion ermöglicht. Die Farbstoffe mit Chloromethylgruppe, MCB, CT 
Green und MT Orange, zeigen das bekannte Verteilungsmuster für Glutathion vor und nach 
Stress bezüglich der Glutathionverteilung zwischen Müller- und Ganglienzellen (SCHÜTTE 
und WERNER 1998). Eine Bestätigung für die Spezifität des CellTrackers Green für 
Glutathion ergeben die Vergleichsfärbungen mit dem für den Nachweis von Glutathion 
etablierten Farbstoff Monochlorobimane. Die Farbverteilungsmuster von Monochlorobimane 
und Celltracker Green entsprechen einander. 
Mit dem Farbstoff MT Orange werden bevorzugt die Mitochondrien, insbesondere das 
Glutathion in Mitochondrien, dargestellt, die Begründung könnte in der positiven Ladung des 
Farbstoffmoleküls liegen. Daher eignet sich CT Green besser für eine objektive Darstellung 
von GSH.  
CT Orange besitzt zwar ebenfalls eine Chloromethylgruppe, scheint aber für die Anfärbung 
von GSH eine dafür nachteilige, zu große Molekülstruktur zu besitzen. Auch die  positive 
Ladung des Farbstoffmoleküls stellt sich als nachteilig für die Anfärbbarkeit von Glutathion 
heraus.  
 
2. Der Farbstoffgrundkörper scheint eine eher untergeordnete Rolle zu spielen, der von 
Monochlorobimane und Celltracker Green unterscheidet sich grundlegend. Beider Spezifität 
liegt im Vorhandensein der funktionellen Chloromethylgruppe begründet. Alle weiteren  
Farbstoffe haben denselben Grundkörper wie Celltracker Green, sind aber für den Nachweis 
von Glutathion nicht spezifisch, da die Chloromethylgruppe nicht vorhanden ist oder sie  
aufgrund anderer Eigenschaften (Ladung, Seitenketten, andere funktionelle Gruppen mit 
übergeordneter Selektivität) nicht spezifisch für die Darstellung von GSH sind.   
 
3. Die Abhängigkeit von CellTracker Green von Esterasen zur Fluoreszenzaktivierung und 
eine möglicherweise unterschiedliche Ausstattung der Zellen hat keinen Einfluß auf seine 
Spezifität für GSH. Das spezifische Verteilungsmuster des Farbstoffes CT Green zum 
Nachweis von GSH kann nicht allein in der Esteraseaktivität begründet liegen. 
 
4. Die Farbstoffverteilung hängt nicht nur von der für Glutathion spezifischen funktionellen 
Chloromethylgruppe ab, sondern wird auch durch andere Moleküleigenschaften bestimmt. 
Die Zellen des retinales Gewebes verfügen über hochspezifische Aufnahme- und 
Transportmechnismen, die Moleküle selektiv nach funktionellen Gruppen, Seitenketten und 
Ladung transportieren.  
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5. Bei Erniedrigung der Konzentration von Glutathion durch Ethacrynsäure oder 
Diethylmaleat  bleibt das Farbverteilungsmuster von Celltracker Green erhalten, es kommt 
jedoch zu einer starken Abschwächung der Fluoreszenz. Das spricht wiederum dafür, dass 
es sich bei dem mit Celltracker Green angefärbten Molekül um Glutathion handelt und damit 
für die Spezifität dieses Farbstoffes für Glutathion. 
 
6. Die Versuche bei 4° Celsius zeigen, dass es sich  bei der Farbstoffaufnahme, 
Fluoreszenzaktivierung und Farbstoffverteilung um aktive, temperaturabhängige Prozesse 
handelt. Die Farbstoffaufnahme, die Umsetzung und der Transfer von GSH nach oxidativem 
Stress sind komplexe physiologische Prozesse, die temperaturabhängig sind und nur unter 
physiologischen Bedingungen funktionieren. 
 
7.  Auch die Stresspräparate zeigen ein selektives Verteilungsmuster. Damit wird gezeigt, 
dass der experimentell induzierte oxidative Stress spezifische reaktive Prozesse induziert 
und nicht ein zerfallendes Gewebe darstellt. Gleiches gilt für die Nachkontrollpräparate 
(leichte Ischämie), auch hier verteilen sich die Farbstoffe selektiv. Die Integrität der 
Membranen bleibt somit auch nach oxidativem Stress erhalten, Farbstoffaufnahme und 
Farbstoffverteilung sind abhängig von hochselektiven Aufnahme- und Transport-
mechanismen. Deutlich hervorzuheben ist hierbei jedoch der quantitative Unterschied 
zwischen Stress- und Nachkontrollpräparat. Der mit Hilfe von 5,5mM t-BHP gesetzte 
Stimulus im Stresspräparat hat weitaus größere Verschiebungen in der Farbstoff- bzw. 
Glutathionverteilung  zur Folge als die leichte Ischämie, der die Nachkontrollpräparate 
ausgesetzt waren. 
 
8. Mikrogliazellen verfügen ebenfalls über spezifische Aufnahme- und Transport-
mechanismen für GSH. Da der Fokus dieser Arbeit auf dem GSH-Transfer zwischen 
Müllerzellen und Ganglienzellen liegt, müssen die Mikrogliazellen und ihre spezifische 
Anfärbbarkeit Gegenstand weiterer Untersuchungen sein. 
 
5.3 Modelle des glio-neuronalen Transfers von Glutathion 
Müllerzellen weisen eine höhere Konzentration an Glutathion auf als Ganglienzellen (POW 
und CROOK 1995). Unter oxidativem Stress sinkt der Glutathiongehalt der Müllerzellen, 
gleichzeitig steigt er in den Ganglienzellen (Abbildung 31 oben). Nach dem Stand der 
aktuellen Forschung wird vermutet, dass Müllerzellen der Ort der Glutathion-Synthese sind, 
und diese den Ganglienzellen das Glutathion oder Glutathion-Vorläufermoleküle zur Abwehr 
von oxidativem Stress zur Verfügung stellen. DRINGEN (2000) entwickelte aus 
Kokulturversuchen ein Modell der glio-neuronalen Zusammenarbeit von Astrozyten und 
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Neuronen bei oxidativem Stress. Dabei kommt es zu einem metabolischen Shuttle von GSH-
Vorläufer-Aminosäuren von Gliazellen in Nervenzellen. GSH und GSH-Konjugate werden 
aus Astrozyten ausgeschleust und durch das Ektoenzym γ-Glutamyltranspeptidase in die γ-
Glutamylkomponente und Cysteinylglycin zerlegt. Letzteres wird durch extrazelluläre 
Dipeptidasen in die Einzelaminosäuren gespalten, diese werden in die Neuronen 
aufgenommen und dienen als Vorläufer für die Neusynthese von GSH in Neuronen. Auch 
andere Aminosäuren können als Vorläufermoleküle für die GSH-Synthese dienen 
(DRINGEN et al. 1999, HAN et al. 1999, DRINGEN et al. 2001).  
Um dieses Kulturmodell auf lebendes Gewebe zu übertragen, wurde in unserer 
Arbeitsgruppe ein in vivo-Modell erarbeitet (Abbildung 31 links unten), an dem die im 
Kulturmodell beschriebenen Mechanismen des Glutathionstoffwechsels an lebendem 
retinalen Gewebe überprüft werden sollten. Mit spezifischen Blockierungen des GSH-
spaltenden Enzyms  γ-Glutamyltranspeptidase der Müllerzellen sowie der de-novo-Synthese 
von GSH in Ganglienzellen konnte gezeigt werden, dass das Kulturmodell von DRINGEN 
(2000) unter in vivo-Bedingungen nicht nachzuvollziehen ist. Die Ergebnisse zeigen, dass 
der GSH-Transfer  nach oxidativem Stress durch die spezifischen Blockierungen nicht 
behindert wurde.  
Ausgehend von aktuellen Erkenntnissen anderer Arbeitsgruppen wurden zusätzliche 
Versuche zur Aufklärung der Transportmechanismen von Glutathion durchgeführt. 
Entsprechend der Aussagen von KANNAN et al. (2000), nach denen Na+-abhängige 
Transportsysteme eine Rolle spielen, wurden Na+-Ionen aus der Extrazellulärlösung entfernt. 
Dieses verhindert einen GSH-Transfer. In der Literatur wird vielfach bestätigt, dass ein GSH-
Transport auch unabhängig von der γ-Glutamyltranspeptidase, ohne Hydrolyse und 
Resynthese von GSH, stattfindet und GSH über Transporter umverteilt wird. Es wurden Na+-
abhängige GSH-Transporter im retinalen Pigmentepithel (LU et al. 1995) und im Linsen-
epithel (KANNAN et al. 1996) charakterisiert. In vitro Versuche mit neonatalen Ratten- und 
fetalen humanen Astrozyten wiesen eine Na+-abhängige, aber auch Na+-unabhängige GSH-
Aufnahme nach (KANNAN et al. 2000). 
In vielen Organen sind weiterhin Multidrug Resistance Proteins (Mrps) für den Transport von 
GSH beschrieben worden (LEE et al. 1997, BORST et al. 1999, LESLIE et al. 2001). Mrps 
sind multispezifische Anionentransporter, die in der Lage sind, auch größere und geladene 
Moleküle zu transportieren. Auch Multidrug Resistance Proteins konnten in weiterführenden 
Versuchen unserer Arbeitsgruppe im retinalen Gewebe immunhistochemisch nachgewiesen 
werden. Sie gehören zur Untergruppe ABCC der Superfamilie der ATP-binding cassette 
transporter (BORST und OUDE ELFERINK 2002, KRUH und BELINSKY 2003, SCHINKEL 
und JONKER 2003). Beim Menschen sind neun verschiedene MRPs identifiziert, acht im 
Mausgenom (KRUH und BELINSKY 2003). Mrps sind ATP-getriebene Auswärtspumpen, die 
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den Export organischer Anionen übernehmen (KRUH und BELINSKY 2003). Unter anderem 
sind Glutathion-S-Konjugate  und GSSG klassische Substrate (KÖNIG et al. 1999, 
HOMOLYA et al. 2003). Zuerst beschrieben wurden Mrps in Tumorzellen, die sich resistent 
gegen Chemotherapeutika zeigten (COLE et al. 1992). 
Auch im Gehirn existieren Mrps, die als GSH-Transporter für den glio-neuronalen Transfer 
von GSH eine wichtige Rolle spielen könnten.  In kultivierten Mausastrozyten fanden sich die 
mRNAs der Mrps 1,3,4,5 und 6 (HIRRLINGER et al. 2005). NIES et al. (2004) gelang der 
immunhistochemische Nachweis der Mrps 1, 4 und 5 in humanem Hirngewebe. 
Das Mrp 1 Protein wurde im Besonderen vielfach in Astrozyten gefunden: in kultivierten 
Rattenastrozyten (DECLEVES et al. 2000, HIRRLINGER et al. 2001, MERCIER et al. 2004), 
bei der Maus (GENNUSO et al. 2004)  und beim Menschen (MARRONI et al. 2003). Die 
Mrps 1 und 2 sind identifiziert als GSH und GSSG-Transporter (LEIER et al. 1996, 
BALLATORI et al. 2005). Versuche, in denen Mrps geblockt wurden indizieren, dass diese 
mit GSH und GSSG-Transport  im Zusammenhang zu sehen sind (HIRRLINGER et al. 2001, 
2002). 
Inzwischen wurde der GSH-Export aus Astrozyten vielfach nachgewiesen (YUDKOFF et al. 
1990, SAGARA et al. 1996, DRINGEN et al. 1997). Es zeigte sich, dass unter physiolo-
gischen Bedingungen aus Astrozyten GSH freigesetzt wird und dass es unter oxidativem 
Stress zu einem Anstieg von GSSG in Astrozyten mit nachfolgendem Anstieg der 
extrazellulären GSSG-Konzentration kommt (HIRRLINGER et al. 2002, HIRRLINGER und 
DRINGEN  2005). In Zellkulturversuchen wurde gezeigt, dass Mrp1 in Astrozyten für 60% 
des GSH-Exports und für den gesamten GSSG-Export verantwortlich ist (MINICH et al. 
2006). 
Die Gesamtheit der in unserer Arbeitsgruppe gewonnen Erkenntnisse unterstützt die These 
einer Umverteilung des ganzen Moleküls GSH bzw. GSSG nach oxidativem Stress. Daraus 
wurde ein neues Modell des Glutathiontransfers entwickelt (Abbildung 32 rechts unten). GSH 
bzw. GSSG wird als ganzes Molekül über Mrps aus Müllerzellen ausgeschleust und über Na-
abhängige  Transportsysteme von Neuronen aufgenommen.  
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Abbildung 31: Übersicht über die Glutathionverteilung und den Glutathiontransfer in der Netzhaut. 
oben: Darstellung der GSH-Verteilung zwischen Gliazellen und Neuronen unter physiologischen Bedingungen 
und unter oxidativem Stress 
unten: Modelle des GSH-Transfers unserer Arbeitsgruppe;   
links: auf lebendes Gewebe adaptiertes Modell nach DRINGEN (2000), rechts:  aktuelles Modell    
GSH=reduziertes Glutathion, GSSG=oxidiertes Glutathion, Glu=Glutamat, Cys=Cystein, Gly=Glyzin, 
γGluX=gamma-Glutamyl-Komponente, γGT=gamma-Glutamyl-transpeptidase, G-Red=Glutathionreduktase, 
MRPs=multidrug resistance proteins, Na+-dep GSH-T=natriumabhängiger GSH-Transporter, Na+-dep GSSG-
T=natriumabhängiger GSSG-Transporter 
 
5.4 Schlussfolgerungen und Ausblick 
Anknüpfend an die bekannten Versuche von POW und CROOK (1995) und SCHÜTTE und 
WERNER (1998) wurden in dieser Arbeit der GSH-Gehalt, die GSH-Verteilung und der GSH-
Transfer nach oxidativem Stress erstmalig im physiologischen Zellverband, ex vivo, 
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untersucht. Mit Hilfe der hier angewandten Methode, der Untersuchung von akut isolierten 
Netzhautpräparaten mittels konfokaler Lasermikroskopie, sind die Ergebnisse der 
Kulturversuche bezüglich der Verteilung und des Transfers von Glutathion jetzt auch im 
physiologischen Zellverband nachzuvollziehen. Auch an ex vivo-Retinapräparaten lässt sich 
zeigen, dass es unter Einfluss von oxidativem Stress zu einem Transfer von Glutathion von 
den Müller-Gliazellen in die Ganglienzellen kommt. Die Verteilung und der Transport von 
Glutathion werden durch hochselektive Aufnahme- und Verteilungsmechanismen 
gewährleistet. Dabei handelt es sich um einen selektiven Transport, der sich unter 
Bedingungen von oxidativem Stress ändert. 
Die Untersuchungen wurden mit dem in vivo-Fluoreszenzfarbstoff CellTracker Green 
durchgeführt und bestätigen dessen Spezifität für Glutathion. Das Farbverteilungsmuster von 
CT Green in der Netzhaut ohne und mit Einfluss von oxidativem Stress entspricht der 
bekannten, immunhistochemisch nachgewiesenen, Glutathion-Verteilung im Gewebe (POW 
und CROOK 1995, SCHÜTTE und WERNER 1998). Es ist vergleichbar mit dem 
Farbverteilungsmuster des für den Nachweis von Glutathion etablierten Farbstoffes 
Monochlorobimane.  
Mit der Anwendung des Farbstoffes CellTracker Green im retinalen Gewebe zur 
Untersuchung der Glutathionverteilung vor und nach Einwirkung von oxidativem Stress 
konnte gezeigt werden, dass CellTracker Green sehr gut geeignet ist, Glutathion im 
lebenden Gewebe, in vivo bzw. ex vivo, nachzuweisen. Die Ergebnisse dieser Arbeit 
unterstützen deshalb die Etablierung von CellTracker Green als spezifischen Farbstoff für 
Glutathion. Während der für den Nachweis von Glutathion etablierte Farbstoff 
Monochlorobimane mit toxischem UV-Licht angeregt werden muss, ist es jetzt möglich, mit 
Vitalfarbstoffen Untersuchungen zum Glutathion-Metabolismus im Bereich des sichtbaren 
Lichtes durchzuführen. Dies ist ein Schritt auf dem Weg zur weiteren, detaillierteren 
Aufklärung des GSH-Stoffwechsels sowohl im neuronalen Gewebe als auch in anderen 
Geweben im physiologischen Zellzusammenhang und der Interaktion der Zellen bei der 
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Bei der Verstoffwechselung des Sauerstoffs werden im Organismus ständig reaktive 
Sauerstoffspezies (reactive oxygen species, ROS) gebildet. Diese bedingen oxidativen 
Stress im Gewebe, der zur Schädigung von Molekülen und Zellverbänden führt. Dem 
Organismus stehen verschiedene Antioxidantien und antioxidative Systeme zur Abwehr von 
oxidativem Stress zur Verfügung. Das Tripeptid Glutathion (GSH), das im Organismus aus 
den Aminosäuren Glutamat, Cystein und Glyzin gebildet wird, kann als Antioxidans selbst mit 
Radikalen reagieren und diese so abfangen oder steht als Reaktionspartner innerhalb des 
Glutathion-Peroxidase-Systems zur Detoxifikation von H2O2 zur Verfügung. Dabei wird 
reduziertes Glutathion (GSH) bei der entgiftenden Redoxreaktion in oxidiertes Glutathion 
(GSSG) umgewandelt. Reaktive Sauerstoffspezies werden dabei zu ungiftigen Produkten 
umgesetzt.  
Das Gehirn ist durch den hohen Sauerstoffumsatz besonders anfällig für die Schädigung 
durch freie Radikale. Neurodegenerative Erkrankungen wie Morbus Parkinson, Morbus 
Alzheimer, andere Demenzerkrankungen und auch physiologische Alterungsprozesse 
stehen in engem Zusammenhang mit den Folgen von oxidativem Stress. Im neuronalen 
Gewebe befindet sich Glutathion überwiegend in den Gliazellen. Immunhistochemisch wurde 
in vitro bereits nachgewiesen, dass Gliazellen den Neuronen unter oxidativem Stress GSH 
oder GSH-Vorstufen zur Verfügung stellen. 
Mit dieser Arbeit sollten die Glutathionverhältnisse und -verschiebungen zwischen den 
Gliazellen und den Ganglienzellen vor und nach oxidativem Stress erstmals im lebenden 
Zellverband, ex vivo, untersucht werden. Der Schwerpunkt dieser Arbeit lag dabei darin, über 
die Anwendung des in vivo-Fluoreszenzfarbstoff CellTracker Green dessen Spezifität für 
Glutathion zu überprüfen. Die Untersuchungen erfolgten an akut isoliertem Retinagewebe 
vom Meerschweinchen, welches am LSM (Laserscanning Mikroskop) untersucht wurde. Für 
alle Versuche wurde ein standardisierter Ablauf und Versuchsaufbau erarbeitet, um die 
Vergleichbarkeit der Ergebnisse zu gewährleisten.  
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In ersten Versuchen wurde der GSH-Gehalt in Retinapräparaten mit Hilfe von Ethacrynsäure 
oder Diethylmaleat gesenkt. Nach der Anfärbung zeigte sich das bekannte Farbverteilungs-
muster von Celltracker Green, es kam jedoch zu einer starken Abschwächung der Fluores-
zenz. Dieses Ergebnis ist ein guter Hinweis darauf, dass es sich bei dem angefärbten 
Molekül um Glutathion handelt, was für die Spezifität des Farbstoffes  CellTracker Green für 
Glutathion spricht. Um die Temperaturabhängigkeit der Transportprozesse für den Transfer 
von Glutathion unter oxidativem Stress zu untersuchen, wurden Versuche bei 4° Celsius 
durchgeführt. Dabei ändert sich das Farbverteilungsmuster bei oxidativem Stress kaum. 
Farbstoffaufnahme, Fluoreszenzaktivierung und Umsetzung und Transfer von Glutathion 
sind aktive, temperaturabhängige biochemische Umsetzungen, die physiologische 
Bedingungen voraussetzen. Vergleichend zum Farbstoff CellTracker Green wurden die in 
vivo-Fluoreszenzfarbstoffe Fluorescein, Fluorescein-Diacetat, 5-Carboxyfluorescein-Diacetat, 
MitoTracker Orange und CellTracker Orange der Firma Invitrogen ausgewählt. Desweiteren 
wurde der für den Nachweis von Glutathion etablierte Farbstoff Monochlorobimane einge-
setzt. Zu jedem Farbstoff wurden Kontroll- und Stresspräparate angefertigt. Kontroll-
präparate wurden in Extrazellulärlösung vorinkubiert, Stresspräparate in 5,5mM t-BHP-
Lösung. Nach anschließender Anfärbung der Präparate mit dem jeweiligen Farbstoff wurden 
Aufnahmen am LSM erstellt. Die zelluläre Farbstoffverteilung wurde untersucht und die 
relative Fluoreszenzintensität mit Hilfe der LSM Software semiquantitativ ausgewertet.        
Die vorliegende Arbeit bestätigt den Farbstoff CellTracker Green in einer vergleichenden 
Studie als einen spezifischen Farbstoff für den Nachweis von Glutathion. Das 
Farbverteilungsmuster vor und nach oxidativem Stress entspricht sowohl immun-
histochemischen Messungen als auch dem Farbverteilungsmuster des für den GSH-
Nachweis anerkannten Farbstoffes Monochlorobimane. Die Eignung von CellTracker Green 
liegt sowohl in der hochspezifischen Bindung seiner Chloromethylgruppe (CH2Cl)  an die 
Thiolgruppe (SH) des Glutathions als auch in der für einen Transport günstigen 
Molekülstruktur begründet. Deutlich wurde, dass die Zellen des retinalen Gewebes über 
hochspezifische Aufnahme- und Transportmechanismen verfügen, die Moleküle selektiv 
nach funktionellen Gruppen, Seitenketten und Ladung transportieren. Die Ergebnisse dieser 
Arbeit unterstützen die Etablierung von CellTracker Green als spezifischen Farbstoff für 
Glutathion im lebenden Gewebe. Mit Hilfe von CellTracker Green werden, im Gegensatz zu 
MCB, der mit toxischem UV-Licht angeregt werden muß, in vivo- bzw. ex vivo-
Untersuchungen zum GSH-Stoffwechsel im Bereich des sichtbaren Lichtes möglich. Dies 
stellt einen Schritt auf dem Weg zur detaillierteren Aufklä-rung des GSH-Stoffwechsels 
sowohl in neuronalen als auch in anderen lebenden Geweben im physiologischen 
Zellzusammenhang und der Interaktion der Zellen bei der Bekämpfung von oxidativem 
Stress dar.  
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Reactive oxygen species (ROS) are continiously generated during oxygen metabolism. This 
causes oxidative stress in tissues leading to damage of molecules and disturbance of cellular 
functions. To avoid cellular damage caused by ROS, the organism uses different 
antioxidants and developed antioxidant systems. The tripeptide glutathione is synthesized in 
vivo from the amino acids glutamate, cysteine and glycine. On one hand, the GSH molecule 
reacts directly with radicals in non-enzymatic reactions. On the other hand, GSH is the 
electron donor during the reduction of peroxides such as H2O2 catalyzed by the glutathione-
peroxidase-system. Oxidation of reduced glutathione molecules (GSH) results in oxidised 
glutathione disulfide (GSSG). By that reaction ROS and peroxides were transformed into 
unreactive non-hazardous products. The brain appears to be particularly vulnerable to the 
damage of free radicals caused by its high rate of oxygen consumption. Thus, oxidative 
stress seems to be associated with neurodegenerative diseases such as Parkinson`s 
disease, Alzheimer`s disease and further neurodegenerative disorders as well as with aging 
processes. In neuronal tissue neurons have been found to contain less glutathione than glial 
cells. There is immunohistochemical evidence, that glial cells protect neurons by supplying 
glutathione precursors to neurons during conditions of oxidative stress in vitro. 
Aim of this study is to investigate for the first time the distribution of glutathione in the living 
retina (ex vivo) and the interaction between neurons and glial cells under normal conditions 
and under conditions of induced oxidative stress. The main focus of the presented study is to 
provide evidence for the specifity of the in vivo fluorescence dye CellTracker Green for the 
detection of glutathione. 
Acute isolated retinal tissue from guinea pigs was prepared and examined by use of a Laser 
scanning microscope (LSM). For all experiments standard protocols of the experimental 
design were developed to ensure the comparability of the results. To study the correlation of 
CellTracker Green fluorescence and cellular GSH content, the GSH-content of retina 
preparations was depleted by application of Ethacrynic acid and Diethylmaleat. This results 
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in a massive decrease of CellTracker Green fluorescence, but in a similar cellular distribution 
as observed in normal tissue. This observation is a strong evidence that CellTracker Green 
fluorescence is associated with the GSH tissue distribution and the cellular concentration of 
GSH. It gives additional evidence of the specifity of CellTracker Green for the detection of 
glutathione. To study the temperature dependence of cellular transport processes for the 
transfer of glutathione from glial cells to neurons under conditions of oxidative stress the 
standard experimental design was performed at 4° Ce lsius. When tissue temperature was 
reduced, CellTracker Green fluorescence was drastically reduced with a cellular distribution 
similar as observed in the normal retinal tissue. Therefore, the uptake of CellTracker Green 
dye, activation of fluorescence by esterases and the metabolism and transfer of glutathione 
are active, temperature-dependent biochemical reactions, which require physiological 
conditions. For further examinations of the specificity of CellTracker Green in GSH detection 
the in vivo-fluorescence dyes Fluorescein, Fluorescein-diacetat, 5-Carboxy-fluorescein-
diacetate, Mito-Tracker Orange and CellTracker Orange from Invitrogen were examined. 
Additionally Monochlorobimane was used, a well-established and accepted dye for the 
detection of glutathione. For each dye control- and stresspreparations were examined. 
Oxidative stress was induced by application of the organic peroxide: 5.5 mM tetra-
buturyl hydroperoxide (t-BHP) After dye-incubation the retinal control- and stress prepara-
tions were examined by use of the LSM. The cellular dye distribution were semiquantitatively 
analysed by using the LSM software to calculate the relative fluorescence intensity. 
The data presented in this comparative study of in vivo dyes confirm the suitability of the in 
vivo fluorescent dye CellTracker Green as a specific dye for the detection of cellular 
glutathione in vital tissues and cells. The cellular distribution of CellTracker Green in retinal 
tissue before and after oxidative stress is in correspondence with published immuno-
histochemical data as well as with the distribution of the well-established GSH detecting dye 
Monochlorobimane. The suitability of CellTracker Green to detect GSH is based on the 
strong specificity of  its Chloromethyl-group (CH2Cl) to bind to the Thiol-group (SH) of 
glutathione and on the good membrane permeability of the dye. Furthermore, we conclude 
that all neuronal cell types and glial cells of retinal tissue possess highly specific and 
individual uptake- and transport mechanisms. Additionally, the cellular distribution of the dyes 
and the selectivity in transmembrane transport in various cell types depends on chemical 
properties, molecule size, functional groups, side chains and electrical charge of the dyes. In 
contrast to Monochlorobimane, which has to be stimulated by harmful ultraviolet light, 
CellTracker Green allows in vivo- resp. ex vivo-examination of glutathione metabolism within 
wavelengths of visible light. The results of this study are one step forward on the way to 
make it possible to investigate glutathione-metabolism in neuronal and other tissue in vivo 
and the interaction of cells in the defense of oxidative stress.   
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